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A.d.  Aqua dest 
bFGF basic Fibroblast Growth Faktor 
cDNA complementary Desoxyribonucleic Acid 
ECM Extra Cellulare Matrix 
EGF Epidermal Growth Faktor 
HIF Hypoxia Inducible Factor 
HPV Humane Papillomaviren  
Ig Immunglobulin 
IGF Insulin-like growth factor 
IHCF Immunhistochemische Färbung 
kD Kilodalton 
KGF Keratinocyte Growth Factor 
LR-Reaktion Reaktion zwischen Entry Clone und Ziel-Vektor 
M. Musculus 
MAP Kinase Mitogen Activated Protein Kinase 
mRNA Messanger Ribonucleic Acid 
MW Mittelwert 
NO Stickstoffmonoxid 
PBS Phosphate Buffered Saline 
PDGF Platelet Derived Growth Factor 
PlGF Placental Growth Factor 
PY Pack Years 
rhVEGF recombinant human Vascular Endothelial Growth Factor 
SD Standard Deviation (dt. Standardabweichung) 
SH 2/3 Domäne Src-homology 2/3 Domäne 
TGF Transforming Growth Factor 
TNF Tumor Necrosis Factor 
TNM Tumor Nodes Metastases = Klassifikation maligner Tumoren 
TBS Tris Buffered Saline 
UICC Union internationale contre le cancer 
UV-B Ultraviolettstrahlung im Wellenlängenbereich von 280 bis 315 nm 
VEGF Vascular Endothelial Growth Factor 






1.  Zusammenfassung 11 
2.  Einleitung 13 
2.1 Tumore des Kopf-Hals-Bereichs 13 
2.2  Myocutane Transplantate 15 
2.3  Komplikationen myocutaner Transplantate 16 
2.4  VEGF – ein vaskulärer Wachstumsfaktor 18 
2.4.1 Funktionen und Einflussfaktoren von VEGF 18 
2.4.2 VEGF-Rezeptoren 19 
2.4.3 VEGF-Isoformen 22 
2.4.4 VEGF als Permeabilitätsfaktor 23 
2.5  Die Neovaskularisation 24 
2.5.1 Bedeutung der Neovaskularisation 24 
2.5.2 Bedeutung des vaskulären endothelialen Wachstumsfaktors in der 
 Angiogenese 25 
2.5.3 Nachweis der Angiogenese mittels immunhistochemische Färbung  
 mit CD31 Antikörpern 28 
2.5.4 Bedeutung des vaskulären endothelialen Wachstumsfaktors in der 
 Arteriogenese 29 
2.5.5 Nachweis der Arteriogenese mittels immunhistochemische Färbung  
 mit αSMA Antikörpern 30 
2.6  Ergebnisse vorangegangener in Vitro und in Vivo Experimente 31 
3. Ziele der Arbeit 34 
4.  Material und Methode 35 
4.1  Material 35 
4.2  Methode 36 
4.2.1 Gruppeneinteilungen 36 
4.2.2 Gewinnung der Mukosabiopsien und Fibroblastenisolierung 38 
4.2.3 Transfektion und Injektion 39 
4.2.4 Herstellung der Gefrierschnitte 41 
4.2.5 Herstellung der Stammlösung 41 
4.2.6 Prinzip der Immunhistochemie 42 
4.2.7 Immunhistochemische Färbung mit Anti-α-SMA Antikörper und Anti- 
 CD31 Antikörper 44 
4.2.8 Mikroskopische und histomorphometrische Auswertung 45 





5.  Ergebnisse 47 
5.1  Immunhistochemische Untersuchung 47 
5.2  Statistische Auswertung 50 
5.2.1 Einfluss der Lokalisation 50 
5.2.2 Vergleich der Untersuchungsgruppen 56 
5.2.2.1 Ergebnisse zur Lokalisation Haut 56 
5.2.2.2 Ergebnisse zur Lokalisation M. gracilis 64 
5.2.3 Vergleich der Ligationszeitpunkte 73 
5.2.3.1 Ergebnisse zur Lokalisation Haut 73 
5.2.3.2 Ergebnisse zur Lokalisation Muskel 76 
5.2.4 Vergleich der Entnahmezeitpunkte 80 
5.2.4.1 Ergebnisse zur Lokalisation Haut 80 
5.2.4.2 Ergebnisse zur Lokalisation Muskel 85 
6.  Diskussion 91 
6.1  VEGF in der Forschung 91 
6.2  Diskussion der Methode 93 
6.2.1 VEGF transfektierte Fibroblasten 93 
6.2.2 Ischämie – Modell am Hinterlauf der Wistar Ratte 95 
6.3  Diskussion der Ergebnisse 96 
6.3.1 Neovaskularisation in Haut und Muskel 96 
6.3.2 VEGF164 transfektierte Fibroblasten induzieren die Angiogenese und 
 Arteriogenese 97 
6.3.3 Der Ligationszeitpunkt 101 
6.3.4 Der Entnahmezeitpunkt 103 
6.4  Aussichten und klinische Anwendung 105 
7.  Schlussfolgerungen 107 
8.  Literatur- und Quellenverzeichnis 108 
9.  Anhang 141 






Abb. 1 Prozentuale Verteilung der Tumorlokalisationen an allen Krebs-
neuerkrankungen in Deutschland 2008 
12 
Abb. 2 Übersicht der VEGF Rezeptoren und ihrer Liganden 19 
Abb. 3 Übersicht der VEGF Signalwege 20 
Abb. 4 Formation des primären Gefäßnetzwerkes aus Vorläuferzellen 23 
Abb. 5 Schematischer Ablauf der Bildung eines neuen Blutgefäßes 26 
Abb. 6 VEGF164-Expression von transfektierten Fibroblasten in Vitro 31 
Abb. 7 Vergleich der kapillären Dichte zwischen gesunder Haut und der 
implantierten Kollagenmembran mit oder ohne VEGF164 transfek-
tierte Fibroblasten 
31 
Abb. 8 Schematischer Versuchsaufbau als Flow-Chart 36 
Abb. 9 Reihenfolge der durchgeführten Interventionen 37 
Abb. 10 Genkarte pcDNA3.1/nV5-Dest VEGF-Plasmid 39 
Abb. 11 Ligationsstelle der Art. femoralis superficialis am Hinterlauf der 
Wistar Ratte 
40 
Abb. 12 Prinzip der immunhistochemischen Färbemethode 43 
Abb. 13 Gefrierschnitt M. gracilis der Interventionsgruppe (IHCF mit 
CD31) 
46 
Abb. 14 Gefrierschnitt M. gracilis der Kontrollgruppe (IHCF mit CD31) 47 
Abb. 15 Gefrierschnitt Haut der Interventionsgruppe (IHCF mit α-SMA) 48 
Abb. 16 Gefrierschnitt Haut der Kontrollgruppe (IHCF mit α-SMA) 48 
Abb. 17 MW, SD und p-Wert der Lumenanzahl nach Lokalisation (IHCF 
mit α-SMA) 
54 
Abb. 18 MW, SD und p-Wert der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut 
nach Versuchsgruppen (IHCF mit CD31) 
56 
Abb. 19 MW, SD und p-Wert der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut 
nach Versuchsgruppen (IHCF mit α-SMA) 
58 
Abb. 20 MW, SD und p-Wert der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
Haut nach Versuchsgruppen (IHCF mit CD31) 
59 
Abb. 21 MW, SD und p-Wert der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
Haut nach Versuchsgruppen (IHCF mit α-SMA) 
61 
Abb. 22 MW und SD der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut innerhalb 
der Interventions- und Kontrollgruppe mit PBS (IHCF mit α-SMA 
und CD31) 
62 
Abb. 23 MW und SD der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut in-
nerhalb der Interventions- und Kontrollgruppe mit PBS (IHCF mit 
α-SMA und CD31) 
63 
Abb. 24 MW, SD und p-Wert der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gra-
cilis innerhalb der Interventions- und Kontrollgruppen (mit nicht 




Abb. 25 MW, SD und p-Wert der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gra-
cilis innerhalb der Interventions- und Kontrollgruppen (mit nicht 
transfektierten Fibroblasten sowie mit PBS) (IHCF mit α-SMA) 
66 
Abb. 26 MW, SD und p-Wert der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
M. gracilis innerhalb der Interventions- und Kontrollgruppen (mit 
nicht transfektierten Fibroblasten sowie mit PBS) (IHCF mit 
CD31) 
67 
Abb. 27 MW, SD und p-Wert der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
M. gracilis innerhalb der Interventions- und Kontrollgruppen (mit 
nicht transfektierten Fibroblasten sowie mit PBS) (IHCF mit α-
SMA) 
69 
Abb. 28 MW und SD der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis in-
nerhalb der Interventions- und Kontrollgruppe mit PBS (IHCF mit 
α-SMA und CD31) 
70 
Abb. 29 MW und SD der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. graci-
lis innerhalb der Interventions- und Kontrollgruppe mit PBS (IHCF 
mit α-SMA und CD31) 
71 
Abb. 30 MW, SD und p-Wert der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut 
innerhalb der Interventionsgruppe nach Ligationszeitpunkten 
(IHCF mit CD31) 
73 
Abb. 31 MW, SD und p-Wert der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
M. gracilis innerhalb der Interventionsgruppe nach Ligationszeit-
punkten (IHCF mit α-SMA) 
77 
Abb. 32 MW, SD und p-Wert der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut 
innerhalb der Interventionsgruppe nach Entnahmezeitpunkten 
(IHCF mit CD31) 
80 
Abb. 33 MW, SD und p-Wert der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
Haut innerhalb der Interventionsgruppe nach Entnahmezeitpunk-
ten (IHCF mit CD31) 
81 
Abb. 34 MW, SD und p-Wert der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
M. gracilis innerhalb der Interventionsgruppe nach Entnahmezeit-
punkten (IHCF mit CD31) 
86 
Abb. 35 Effekt von VEGF auf die kapilläre Dichte 97 










Tab. 1 MW und SD der Lumenanzahl nach Lokalisation (IHCF mit CD31) 49 
Tab. 2 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl nach Lokalisation bei An-
passung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
50 
Tab. 3 MW und SD der Lumenfläche in µm² nach Lokalisation  (IHCF mit 
CD31) 
50 
Tab. 4 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche nach Lokalisation in µm² 
bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit 
CD31) 
51 
Tab. 5 MW und SD der Lumenanzahl nach Lokalisation (IHCF mit α-
SMA) 
51 
Tab. 6 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl nach Lokalisation bei An-
passung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
52 
Tab. 7 MW und SD der Lumenfläche in µm² (HCF mit α-SMA) 52 
Tab. 8 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² nach Lokalisation 
bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-
SMA) 
53 
Tab. 9 MW und SD der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut nach Ver-
suchsgruppen (IHCF mit CD31) 
55 
Tab. 10 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut 
nach Versuchsgruppen bei Anpassung für Mehrfachvergleich: 
Bonferroni (IHCF mit CD31) 
56 
Tab. 11 MW und SD der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut nach Ver-
suchsgruppen (IHCF mit α-SMA) 
57 
Tab. 12 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut 
nach Versuchsgruppen bei Anpassung für Mehrfachvergleich: 
Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
57 
Tab. 13 MW und SD der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut 
nach Versuchs-gruppen (IHCF mit CD31) 
58 
Tab. 14 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
Haut nach Versuchsgruppen bei Anpassung für Mehrfachver-
gleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
59 
Tab. 15 MW und SD der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut 
nach Versuchs-gruppen (IHCF mit α-SMA) 
60 
Tab. 16 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
Haut nach Versuchsgruppen bei Anpassung für Mehrfachver-
gleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
60 
Tab. 17 MW und SD der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis nach 
Versuchs-gruppen (IHCF mit CD31) 
63 
Tab. 18 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. 
gracilis nach Versuchsgruppen bei Anpassung für Mehrfachver-
gleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
64 
Tab. 19 MW und SD der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis nach 
Versuchs-gruppen (IHCF mit α-SMA) 
65 
Tab. 20 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. 
gracilis nach Versuchsgruppen bei Anpassung für Mehrfachver-




Tab. 21 MW und SD der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. graci-
lis nach Versuchsgruppen (IHCF mit CD31) 
66 
Tab. 22 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
M. gracilis nach Versuchsgruppen bei Anpassung für Mehrfach-
vergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
67 
Tab. 23 MW und SD der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. graci-
lis nach Versuchsgruppen (IHCF mit α-SMA) 
68 
Tab. 24 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
M. gracilis nach Versuchsgruppen bei Anpassung für Mehrfach-
vergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
68 
Tab. 25 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die 
Lokalisation Haut innerhalb der Interventionsgruppe nach Ligati-
onszeitpunkten (IHCF mit CD31) 
72 
Tab. 26 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut 
innerhalb der Interventionsgruppe nach Ligationszeitpunkten bei 
Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
73 
Tab. 27 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
Haut innerhalb der Interventionsgruppe nach Ligationszeitpunkten 
bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit 
CD31) 
74 
Tab. 28 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die 
Lokalisation Haut innerhalb der Interventionsgruppe nach Ligati-
onszeitpunkten (IHCF mit α-SMA) 
74 
Tab. 29 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut 
innerhalb der Interventionsgruppe nach Ligationszeitpunkten bei 
Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
75 
Tab. 30 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
Haut inner-halb der Interventionsgruppe nach Ligationszeitpunk-
ten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-
SMA) 
75 
Tab. 31 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die 
Lokalisation M. gracilis innerhalb der Interventionsgruppe nach Li-
gationszeitpunkten (IHCF mit CD31) 
75 
Tab. 32 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. 
gracilis innerhalb der Interventionsgruppe nach Ligationszeitpunk-
ten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit 
CD31) 
76 
Tab. 33 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
M. gracilis innerhalb der Interventionsgruppe nach Ligationszeit-
punkten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF 
mit CD31) 
76 
Tab. 34 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die 
Lokalisation M. gracilis innerhalb der Interventionsgruppe nach Li-
gationszeitpunkten (IHCF mit α-SMA) 
76 
Tab. 35 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. 
gracilis innerhalb der Interventionsgruppe nach Ligationszeitpunk-





Tab. 36 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
M. gracilis innerhalb der Interventionsgruppe nach Ligationszeit-
punkten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF 
mit α-SMA) 
78 
Tab. 37 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die 
Lokalisation Haut innerhalb der Interventionsgruppe nach Entnah-
mezeitpunkten (IHCF mit CD31) 
79 
Tab. 38 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut 
innerhalb der Interventionsgruppe nach Entnahmepunkten bei An-
passung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
80 
Tab. 39 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
Haut innerhalb der Interventionsgruppe nach Entnahmezeitpunk-
ten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit 
CD31) 
81 
Tab. 40 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die 
Lokalisation Haut innerhalb der Interventionsgruppe nach Entnah-
mezeitpunkten (IHCF mit α-SMA) 
82 
Tab. 41 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut 
innerhalb der Interventionsgruppe nach Entnahmepunkten bei An-
passung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
83 
Tab. 42 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
Haut innerhalb der Interventionsgruppe nach Entnahmepunkten 
bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-
SMA) 
83 
Tab. 43 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die 
Lokalisation M. gracilis innerhalb der Interventionsgruppe nach 
Entnahmezeitpunkten (IHCF mit CD31) 
84 
Tab. 44 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. 
gracilis innerhalb der Interventionsgruppe nach Entnahmepunkten 
bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit 
CD31) 
85 
Tab. 45 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
M. gracilis innerhalb der Interventionsgruppe nach Entnahme-
punkten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF 
mit CD31) 
85 
Tab. 46 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die 
Lokalisation M. gracilis innerhalb der Interventionsgruppe nach 
Entnahmezeitpunkten (IHCF mit α-SMA) 
87 
Tab. 47 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. 
gracilis innerhalb der Interventionsgruppe nach Entnahmepunkten 
bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-
SMA) 
87 
Tab. 48 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation 
M. gracilis innerhalb der Interventionsgruppe nach Entnahme-





1.  Zusammenfassung 
Karzinome im Mund- und Rachenraum gehören zu den häufigsten Tumorlokalisatio-
nen (Zentrum für Krebsregisterdaten 2008). Ein wichtiges Betätigungsfeld in der Mund-
Kiefer-Gesichtschirurgie ist die Tumortherapie. Neben der Resektion ist die Rekon-
struktion für die postoperative Lebensqualität der Patienten ausschlaggebend (Kessler 
et al. 2004). Freie myocutane Transplantate gewinnen zunehmend für die routinemä-
ßige Defektdeckung an Bedeutung (Hausamen et al. 2011). Viele Komplikationen die-
ser rekonstruktiven Verfahren finden ihre Ursache in kompromittierten Transplantatla-
gern und unzureichender Neovaskularisation. Radiatio (Benatar et al. 2013, Mueller 
und Schultze-Mosgau 2009), Diabetes mellitus (Valentini et al. 2008), Nikotinabusus 
(Ely et al. 2009) oder das fortgeschrittene Alter der Patienten (Rivard et al. 2000) stei-
gern das Risiko für einen Transplantatverlust. Insofern ist die Initiation der Angioge-
nese und Arteriogenese ein gegenwärtiger Forschungsschwerpunkt. Nachweislich gilt 
der vascular endothelial growth factor (VEGF) als dominierender Wachstumsfaktor für 
Gefäßneubildung und -entwicklung (Howdieshell et al. 2001). Bisherige Studien de-
monstrieren, dass die sichere und effektive Applikation von VEGF die größte Heraus-
forderung in der Manipulation der Angiogenese darstellt (Elçin et al. 2001, Epstein et 
al. 2001). Vorangegangene Studien unserer Forschungsgruppe haben bereits in Vitro 
und in Vivo die Sicherheit und Effektivität autogener Fibroblasten, die mit einem VEGF-
Plasmid transfektiert wurden, nachgewiesen (Mueller et al. 2010-A, Mueller et al. 2010-
B). Ziel dieser Arbeit ist es, den Einfluss VEGF transfektierter Fibroblasten auf die An-
giogenese und Arteriogenese am Beispiel des ischämischen Hinterlaufes von Wistar 
Ratten zu untersuchen. Weiterhin wird die Bedeutung des Applikationszeitpunktes eru-
iert.  
Hierzu wurden an der dorso-lateralen Zunge von 120 Wistar Ratten Mukosa-Biopsien 
entnommen (Tierversuch Reg.-Nr.02-002/09). Aus den Gewebeproben wurden Fib-
roblasten isoliert. Die Tiere wurden nun zufällig in zwei Gruppen eingeteilt. Die Fib-
roblasten der Tiere in der Kontrollgruppe wurden nicht manipuliert. Die Fibroblasten 
der Tiere in der Interventionsgruppe wurden mit pcDNA3.1/nV5-DEST transfektiert. Im 
Bereich der Leistenregion wurde an einem definierten Punkt die Injektion durchgeführt. 
Die Wistar Ratten der Kontrollgruppen wurden unilateral mit PBS und kontralateral mit 
nicht transfektierten Fibroblasten beimpft. In der Interventionsgruppe wurden unilateral 
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VEGF transfektierte Zellen injiziert. Bei 20 Wistar Ratten aus jeder Gruppe wurde die 
Arteria femoralis superficialis simultan mit der Injektion oder eine Woche bzw. zwei 
Wochen nach der Injektion ligiert. Drei, fünf, sieben und vierzehn Tage nach Ligation 
wurden je 15 Tiere pro Gruppe sakrifiziert und Proben aus dem Musculus gracilis und 
der darüber liegenden Haut entnommen. Die Gefäßdarstellung erfolgt mit Hilfe der im-
munhistochemischen Färbung mit Anti-CD31-Antikörpern zum Nachweis der Angioge-
nese und mit Anti-α-SMA-Antikörpern zum Nachweis der Arteriogenese. Im Anschluss 
wurden die histologischen Schnitte hinsichtlich ihrer Gefäßanzahl und Gefäßfläche 
statistisch ausgewertet. 
Die Mittelwerte der Gefäßanzahl und Gefäßfläche der CD31 und α-SMA positiven Ge-
fäße in der Haut und in dem Muskel sind in der Interventionsgruppe signifikant größer 
als in den Kontrollgruppen. Die Gefäßparameter der Interventionsgruppe waren im 
Vergleich zur Kontrollgruppe zum Teil fünfmal so hoch. Sowohl in der Haut als auch 
im Muskel besteht für beide immunhistochemischen Färbungen keine Signifikanz zwi-
schen den unterschiedlichen Ligationszeitpunkten. Bei der Betrachtung der Ergeb-
nisse der Entnahmezeitpunkte ist die Reduktion der Gefäßparameter vom dritten Tag 
nach Ligation bis zum fünften Tag nach Ligation in allen betrachteten Fällen zu finden. 
In der Haut sind am dritten Tag nach Ligation zum Teil signifikant mehr Gefäße vor-
handen als zu den weiteren Beobachtungszeitpunkten, während im Muskel die Anzahl 
und Fläche der Lumina zwei Wochen nach Ligation im Vergleich zu den anderen Ent-
nahmezeitpunkten zum Teil signifikant größer sind. 
Die Ergebnisse meiner experimentellen Forschung belegen einen pro - angiogeneti-
schen und pro - arteriogenetischen Effekt der VEGF transfektierten Fibroblasten. Da-
bei wurde die Neovaskularisation sowohl in der Haut als auch im Muskel initiiert. Der 
Zeitraum zwischen Injektion der transfektierten Fibroblasten und Ligation der versor-
genden Arterie hat keinen Einfluss auf die Neovaskularisation. Nach der Ligation ist 
davon auszugehen, dass in der Haut am dritten Tag und im Muskel nach zwei Wochen 




2.  Einleitung 
2.1 Tumore des Kopf-Hals-Bereichs 
Die fünfthäufigste Tumorlokalisation bei Männern ist mit einer Inzidenz von 13,9% die 
Mundhöhle und der Rachen. Bei Frauen steht sie an 15. Stelle mit einer Inzidenz von 
4,3% (Zentrum für Krebsregisterdaten 2008, siehe Abb. 1). Die meisten Tumore des 
oberen aerodigestiv Traktes sind Plattenepithelkarzinome - bösartige epitheliale Neu-
bildungen. Weniger häufig kommen Adenokarzinome, Lymphome und andere seltene 
Entitäten vor. Die 5-Jahres-Überlebensrate wird mit 45-78% angegeben (Hoffman et 







Abb. 1 Prozentuale Verteilung der Tumorlokalisationen an allen Krebsneuerkrankungen in 
Deutschland 2008. Grafik entnommen aus: Zentrum für Krebsregisterdaten 2008. 
 
Der Konsum von Alkohol, Nikotin und vor allem deren Kombination erhöhen das Risiko 
für die Entstehung eines Plattenepithelkarzinoms im Kopf-Hals-Bereich genauso wie 
schlechte Mundhygiene (Guha et al. 2007). Ein Patient mit 40 PYs und fünf alkoholi-
schen Getränken pro Tag hat ein 40-mal größeres Risiko zu erkranken (Zhang et al. 
2000, Lewin et al. 1998, Goldenberg et al. 2004). Neben diesen Onkogen assoziierten 
Karzinomen findet man HPV assoziierte Tumore des Halses und Kopfes, die eine hö-
here Überlebensrate aufweisen und vor allem bei Patienten unter 45 Jahren auftreten 
(Gillison et al. 2000, Kreimer et al. 2005, Chaturvedi et al. 2008). Die klinischen Symp-
tome variieren je nach Lokalisation voreinander und reichen von nicht heilenden Ge-
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schwüren und Ulcera bis zu Halsschmerzen, Dysphagie, Heiserkeit  oder Lym-
phandenopathie. Für die Erkennung früher Stadien ist eine genaue Inspektion und Pal-
pation in der klinischen Untersuchung des Mund-Rachen-Raumes erforderlich (Kunkel 
und Hertrampf 2010). Die Diagnose wird mit Hilfe einer Biopsie gestellt. Zur Erfassung 
der lokalen und regionalen Ausmaße sowie der Metastasierung dienen bildgebenden 
Untersuchungen wie Sonografie, CT, MRT und PET (Dammann et al. 2005). Mit die-
sen Daten ist das Staging des Patienten mittels TNM Klassifikation und UICC Stadium 
möglich. Daraus leitet sich die Planung der Therapie mit einem multidisziplinären 
Team aus Radiologen, Onkologen und Chirurgen ab (siehe Anhang TNM Klassifika-
tion, S.172; UICC Stadium, S. 173). Für Karzinome des Mund-Rachen-Raumes ist vor 
allem in geringen Stadien (T1 und T2 N0 M0) die chirurgische Resektion des Tumors 
sowie eine eventuelle Lymphknotenchirurgie und anschließende Radiotherapie die 
Methode der ersten Wahl. Patienten mit Tumore größeren Ausmaßes (T3 oder T4 N1 
M1) profitieren von einer Kombination aus chirurgischer Intervention mit Ausräumung 
der Lymphknoten und Radiochemotherapie. Karzinome mit ausgedehnter lokaler In-
filtration werden mit neoadjuvanten Radiochemotherapie-Schemata behandelt um 
eine organerhaltende Resektion des Tumors zu ermöglichen. Ziel der multimodalen 
Therapie ist die Tumor- und Rezidivfreiheit des Patienten. Gleichfalls sind die soziale 
Integration und die damit einhergehende funktionelle und ästhetische Wiederherstel-
lung wichtig für die Erhaltung der Lebensqualität (Kessler et al. 2004). Um diesen An-
spruch zu gewährleisten, erfolgt nach der Resektion des Tumors im Gesunden die 
Rekonstruktion der entstandenen Defekte (Aitasalo et al. 1997, Forastiere et al. 2003, 
Denis et al. 2004, Breuninger et al. 2008). Die rekonstruktive Chirurgie umfasst lokale 
Rotations- oder Verschiebeplastiken sowie den freien Gewebetransfer. Bis zu einer 
bestimmten Ausdehnung ist die Ernährung des verpflanzen Gewebes über die Serum 
Imbibierung möglich. Werden diese Grenzen überschritten, muss die Vitalität des Ge-
webes durch eine vaskuläre Versorgung gesichert werden (Bauch et al. 2004). Diese 
mikrovaskulären cutanten, myocutanen oder osteomyocutanen Transplantate dienen 
bei einem großen Teil der Tumorpatienten der Rekonstruktion von Zunge, Mundboden 
oder Pharynx (Hausamen et al. 2011). Folglich ist die Tumortherapie und plastische 
Chirurgie ein obligater Aufgabenbereich der Mund-Kiefer-Gesichtschirurgie. Myocu-
tane Transplantate werden in anderen Tumorentitäten wie dem Mamma-Karzinom für 
die funktionelle und ästhetische Wiederherstellung genutzt (Vega 2009 et al., Vega et 
al. 2008). Neben der Tumorchirurgie werden mikrochirurgische Transplantate für die 
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Rekonstruktion von Bauchwanddefekten (Rauchfuss et al. 2012), von chronischen 
Wunden (Ozkan et al. 2005), nach Verbrennungen (Feng et al. 2010) oder nach Un-
fällen (Chang et al. 2010) angewendet. Die vielseitigen Einsatzgebiete begründen das 
große Interesse an diesem Verfahren. 
 
2.2  Myocutane Transplantate 
Die myocutane Transplantation definiert sich mit der autologen Verpflanzung von Mus-
kelgewebe, subkutanem Fett und Haut eines Spendergebietes in ein Empfängerge-
biet. Sie dienen der Wiederherstellung ausgedehnter dreidimensionaler Defekte. Bei-
spiele für Spendergebiete sind der M. pectoralis major, M. latisimus dorsi, M. vastus 
lateralis oder M. gracilis. Es werden gestielte und freie Lappen unterschieden. Ge-
stielte Lappen bleiben durch den versorgenden Gefäßstiel mit dem Spendergebiet ver-
bunden. Der Lappen kann um diesen Stiel in den Defekt rotiert werden. Nachteile die-
ses Verfahrens sind die begrenzten Einsatzgebiete und unzulängliche ästhetische 
Ergebnisse. Aus diesem Grund ist die gestielte Transplantation zurzeit die Methode 
zweiter Wahl und wird nach Verlust des primären Transplantates oder bei speziellen 
Indikationen eingesetzt. Methode der ersten Wahl sind freie Transplantate (El-Marakby 
2006). Die versorgenden Gefäße des freien Lappens werden im Spendergebiet prä-
pariert und mit der Hebung des Lappens in ihrer Kontinuität unterbrochen. Anschlie-
ßend werden diese an die Gefäße des Empfängergebietes mikrochirurgisch mittels 
einer End-zu-End oder End-zu-Seit Anastomose angeschlossen. Vielfältige Verwen-
dungsmöglichkeiten des Transplantates und gute ästhetische-funktionelle Ergebnisse 
sind Vorteile dieser Methode (Ehrenfeld und Mast 2000). Das Spendergebiet wird ab-
hängig von der Größe des Transplantates primär verschlossen oder mit einem Haut-
transplantat gedeckt. Nach mikrochirurgischer Anastomose der Anschlussgefäße ist 
die Revaskularisierung des Lappens von entscheidender Bedeutung. Kriterien für eine 
erfolgreiche Einheilung sind Quantität, Qualität und Proliferationsfähigkeit der Gefäße 
des Transplantates und des Transplantatlagers (Hausamen et al. 2011). Innerhalb der 
proliferativen Phase der Wundheilung wachsen Gefäßen aus dem Lappen in das Emp-
fängergebiet und umgekehrt. Der Begriff Inosculation beschreibt die Bildung von A-
nastomosen zwischen Transplantat und -lager (Converse et al. 1975). Drei direkte en-
dotheliale Mitogene konnten identifiziert werden, die für diese Entwicklung 
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verantwortlich sind. Neben VEGF sind bFGF und PDGF zu nennen. Dabei spielt die 
VEGF induzierte Neoangiogenese die dominierende Rolle (Brown et. al. 1992, Corral 
et al.1999, Howdieshell et al. 2001). Zugleich maximiert VEGF die Permeabilität und 
Vasodilatation in der Wundregion und ist damit für die inflammatorische Substratphase 
wichtig. Auch induziert VEGF die Bildung von Granulationsgewebe (Dvorak et al. 1995, 
Howdieshell et al. 2001). Die Expression des Wachstumsfaktors wird durch den Grad 
der Hypoxie und indirekte angiogenetische Cytokine, die im Rahmen der primären 
Wundheilung von lokalen oder eingewanderten Zellen freigesetzt werden, beeinflusst. 
Beispiele sind der KGF, TGFβ-1, TNFα, EGF und Interleukine (Brogi et al. 1994). Der 
Erfolg myocutaner Transplantate ist unmittelbar von der Durchblutung und Versorgung 
mit Sauerstoff abhängig. Voraussetzung für die Optimierung dieser vaskulären Para-
meter ist nicht nur eine korrekte chirurgische Technik (Oswald et al. 1988, Schmelzei-
sen et al. 1996). Die postnatale Gefäßbildung, -entwicklung und Inosculation sind Prä-
missen für das Überleben des verpflanzen Gewebes (Vedder et al. 1994, Falco et al. 
1992). In kompromittierten Transplantatlagern mit einer schlechten vaskulären Situa-
tion kann sich das Risiko für Komplikationen um das Fünffache erhöhen (Bozikov et 
al. 2006).  
 
2.3  Komplikationen myocutaner Transplantate 
Komplikationen myocutaner Transplantate umfassen neben dem Transplantatverlust 
Wunddehiszensen, orale Fistelbildungen, Hämatome, Infektionen, Thrombosen der 
Anschlussgefäße oder partielle Nekrosen. Die Komplikationsrate für vaskulär gestielte 
Transplantate beträgt zwischen 28-40%. Die Erfolgsrate für freie Lappen wird mit 85-
97 % angegeben (Evans et al. 1994, Gürlek et al. 1998, Vartanian et al. 2004, Bozikov 
et al. 2006, Valentini et al. 2008, Pohlenz et al. 2012). Komplikationen     myocutaner 
Transplantate sind auf verschiedenste Faktoren zurückzuführen. Vorbestrahltes Ge-
webe stellt für den Chirurgen eine besondere Herausforderung dar. Neben der starken 
Fibrosierung des Gewebes, der reduzierten Proliferationsrate und dem proinflamma-
torischen Milieu (Tobita et al. 2010) sind die Veränderungen an den Gefäßen maßgeb-
lich. Die perikapilläre Fibrose und defizitäre Mikrovaskularisierung des Transplantatla-
gers werden für eine verzögerte Wundheilung verantwortlich gemacht. Die Arterien 
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zeigen nach Radiatio eine verdickte Wand durch die Hyalinose der Media, Intimaablö-
sungen und Bildung von Mikrothrombi. Die vorbenannten Prozesse resultiert in einer 
erhöhten Gefahr für Thrombosen und verringern die angiogenetische Potenz 
(Guelinckx et al. 1984, Aitasalo et al. 1997, Schultze-Mosgau et al. 2000, Schultze-
Mosgau et al. 2002, Mueller und Schultze-Mosgau 2009). Die diabetische Mikroangi-
opathie stellt bei vielen Patienten mit Diabetes mellitus Typ II ein erhöhtes Risiko dar. 
Vielfältige biochemische Mechanismen verursachen eine Akkumulation von nicht en-
zymatisch glykosylierten Proteinen, Sorbitol und reaktiven Sauerstoffspezies. Ferner 
kann eine Überaktivität der Proteinkinase C induziert werden. Die resultierende Ver-
engung der Kapillarlumen hat eine reduzierte Perfusion zur Folge (Valentini et al. 2008, 
Ngo et al. 2005). Diabetische Ratten wiesen bei Cooley et al. eine verzögerte Re-
endothelisation auf (Cooley et al. 1992). Entsprechend dem Zentrum für Krebsregis-
terdaten steigen mit zunehmenden Alter die Inzidenzraten von Tumoren im Mund- und 
Rachenraum (Zentrum für Krebsregisterdaten 2008). Risikosteigernd auf perioperative 
Komplikationen wirken vielfältige metabolische, bronchopulmonale und kardiovasku-
läre Erkrankungen der multimorbiden, älteren Patienten (Goodson und Hunt 1979, 
Shaari et al. 1998). Eine experimentelle Studie konnte die endotheliale Dysfunktion, 
charakterisiert durch eine reduzierte Vasodilatation und NO-Produktion, nachweisen. 
Gewebe fortgeschrittenen Alters reagieren nach einem ischämischen Reiz folglich mit 
einer inadäquaten Cytokinproduktion und Angiogenese. Die beeinträchtigte Neovas-
kularisierung konnte in Tier-experimentellen Studien auf eine reduzierte VEGF-Ex-
pression zurückgeführt werden (Rivard et al. 1999). Der VEGF-Mangel ist wahrschein-
lich auf eine reduzierte HIF-1 Aktivität zurückzuführen (Rivard et al. 2000). Mit der 
Supplementierung von zentralen Wachstumsfaktoren wie z. B. VEGF kann dieses De-
fizit ausgeglichen werden (Rivard et al. 1999, Gennaro et al. 2003). Des Weiteren geht 
der im Patientengut weit verbreitete Nikotinabusus mit einer erhöhten Komplikations-
rate einher (Padubidri et al. 2001, Marin et al. 2008, Ely et al. 2009). Neben diesen 
prädisponierenden Risikofaktoren stellt die intra- und postoperative Ischämie eine Ge-
fahr für das Transplantat dar (Suominen et al. 1995). Zusätzlich werden Nekrosen 
durch das viel untersuchte Ischämie-Reperfusions-Syndrom verursacht (Menger et al. 
1997). Im Vergleich zu anderen Geweben wie z. B. der Haut ist der quergestreifte 
Skelettmuskel hinsichtlich seiner hohen Stoffwechselaktivität Nekrose-gefährdeter. 
Zwei bis drei Stunden nach einer Ischämie kommt es zu einer Entzündungsreaktion 
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und einem irreversiblen Untergang von Muskelzellen durch die Überschreitung der Is-
chämietoleranz (Zelt et al. 1986, Blaisdell 2002). Des Weiteren ergab die Untersu-
chung der Angiogenese in myocutanen Transplantaten, dass Nekrosen vor allem in 
distalen Bereichen mit besonders starker Hypoxie auftreten. Ferner wurde nachgewie-
sen, dass in diesen Bereichen die VEGF-Konzentration niedriger ist als in Bereichen 
einer milden Ischämie (Erdmann et al. 2003). Folglich sind die Optimierung der Ge-
fäßsituation und die Initiation der Neovaskularisation durch VEGF therapeutische An-
satzpunkte für die Reduktion von Komplikationen. Die Präfabrikation myocutaner 
Transplantate mit VEGF164 transfektierten Fibroblasten stellt eine Möglichkeit dar. Die 
Verknüpfung von konservativer rekonstruktiver Chirurgie und innovativem Tissue En-
gineering machen den Reiz des Forschungsgebietes aus.  
 
2.4  VEGF – ein vaskulärer Wachstumsfaktor  
2.4.1   Funktionen und Einflussfaktoren von VEGF  
Der Vascular Endothelial Growth Factor (VEGF), oder auch Vascular Permeability 
Factor genannt, spielt eine zentrale Rolle in der embryonalen und adulten Vasculoge-
nese, Angiogenese, Lymphangiogenese sowie Arteriogenese. Zusätzlich reguliert er 
die Permeabilität von Gefäßen. Die Bedeutsamkeit des pleiotropen Wachstumsfaktors 
vermitteln Studien mit VEGF defizitären Mäusen. Die Tiere sind aufgrund ihrer kardi-
ovaskulären Fehlentwicklung noch vor der Geburt gestorben (Carmeliet et al. 1996, 
Ferrara et al. 1996). Der Wachstumsfaktor steigert die Zellproliferation, steuert die Zell-
migration und sichert das Überleben der Zelle mit Hilfe der Apoptose-Inhibition. Dabei 
ist VEGF hoch spezifisch für Endothelzellen. Die Expression des potenten Mitogens 
wird durch Hypoxie (Levy et al. 1995, Pugh und Ratcliffe 2003), Hypoglykämie (Park 
et al. 2001), UV-B (Trompezinski et al. 2001) sowie verschiedene Cytokine wie PDGF 
(Finkenzeller et al. 1997), TNFα (Ryuto et al. 1996), TGFβ (Breier et al. 2002),  KGF 
(Deroanne et al. 1997), IGF-I (Goad et al. 1996) sowie Interleukine (Jung et al. 2001, 
Tzeng et al. 2013) gesteuert und potenziert. Viele Studien haben die Interaktion zwi-
schen einer akuten Hypoxie und VEGF erforscht. Durch den Sauerstoffmangel wird 
der Hypoxia-Inducible Faktor 1(HIF-1) stabilisiert und führt durch die Bindung an den 
19 
 
Promotor und CIS regulatorische Elemente des VEGF-Gens zur Erhöhung der Tran-
skriptionsrate (Liu et al. 1995, Pugh und Ratcliffe 2003). Zusätzlich greifen posttran-
skriptionelle Mechanismen, wie z. B. die Stabilisierung der VEGF-mRNA und Unter-
stützung der Translation (Stein et al. 1995, Forsythe et al. 1996, Claffey et al. 1998). 
Aber auch die VEGF-Rezeptoren werden vermehrt exprimiert (Gerber et al. 1997, Wal-
tenberger et al. 1996). Die Hypoxie induzierte VEGF-Expression hat eine gerichtete 
Angiogenese zur Folge und verhindert die Apoptose. VEGF und seine Rezeptoren 
stehen stets in räumlicher und zeitlicher Assoziation zu physiologischen Ereignissen 
der Angiogenese und können somit durch eine adaptierte Antwort eine adäquate Ver-
sorgung gewährleisten (Levy et al. 1995). 
 
2.4.2   VEGF-Rezeptoren 
VEGF bindet an Oberflächenrezeptoren der Tyrosin-Kinase-Familie. Durch die Bin-
dung des Faktors dimerisiert der Rezeptor zu Homo- oder Heterodimeren und gibt das 
Signal in die Zelle weiter. Man unterscheidet den Kinase-Domäne-Rezeptor (KDR, Flk-
1 oder VEGFR 2), den Fms like Tyrosin-Kinase-Rezeptor (Flt-1 oder VEGFR 1) und 
den VEGFR 3 (Flt-4) (Vries et al. 1992, Terman et al. 1992). Flt-1 hat eine 50-mal 
höhere Bindungsaffinität zu VEGF als KDR, während KDR hauptsächlich das Signal 
für die Angiogenese vermittelt und damit wissenschaftlich relevanter ist (Muller et al. 
1997). Die Rezeptoren VEGFR 1 und 2 werden vorwiegend auf Gefäßendothelzellen 
aber auch auf hämatopoetischen Zellen exprimiert. Beide Rezeptoren binden an der 
zweiten Immunglobulin-ähnlichen Domäne VEGF A (Davis-Smyth et al. 1996). Der 
VEGFR 3 ist vorwiegend im Endothel von Lymphgefäßen vorzufinden (Partanen und 
Paavonen 2001, Cébe-Suarez et al. 2006, Bernaudin et al. 2013). Die Abb. 2 zeigt die 
drei Domänen des Rezeptors. Die extrazelluläre Domäne besteht aus sieben Immun-
globulin-artigen Bereichen und dient der Bindung des Liganden. Die transmembranöse 
Domäne verankert den Rezeptor in der Zellmembran und die zytosolische Domäne 
beinhaltet einen juxamembranösen Teil, ein gespaltenes katalytisches Zentrum und 




Abb. 2 Übersicht der VEGF-Rezeptoren und ihrer Liganden. Grafik entnommen aus: Cébe-
Suarez et al. 2006. 
 
Die Bindung des Liganden an die extrazelluläre Domäne des Rezeptors führt zu einer 
Dimerisierung und Aktivierung des katalytischen Zentrums. Die zwei aktivierten 
Kinase-Domänen werden in Apposition gebracht sodass die Tyrosin-Reste sich wech-
selseitig phosphorylieren (Autophosphorylierung). Die Aktivität der Tyrosin-Kinase-Do-
mäne wird weiter gesteigert. Außerhalb des aktiven Zentrums werden weitere Tyrosin-
Reste phosphoryliert. Damit werden Bindungsstellen für zytoplasmatische Brücken-
proteine geschaffen. Zugleich werden intrazelluläre Enzyme über SH2- und SH3-Do-
mänen rekrutiert und durch Heterophosphorylierung aktiviert. Es entsteht ein Gerüst-
werk aus verschiedenen Signalkaskaden. Die Signalproteine gelangen bis in den 
Zellkern, wo sie die Genexpression beeinflussen können (Müller-Esterl und Brandt 
2009). Zusätzlich wird die Interaktion mit dem Rezeptor sowie die Dauer und Qualität 
des Rezeptorsignals mittels ko-stimulatorischer Moleküle, wie z. B. Neuropilin (NRP) 
und Heperansulfatproteoglykan, beeinflusst (Ruhrberg et al. 2002, siehe Abb. 2). Der 
Corezeptor Neuropilin bindet spezifisch an VEGF165 und erhöht die Effektivität sowie 
Stabilität der Bindung des Wachstumsfaktors an seinen Rezeptor. Neuropilin ist ein 
wichtiger Regulator der Angiogenese (Soker et al. 1998). Neoplasien, die den Core-
zeptor exprimieren, verzeichnen eine erhöhte Tumorangiogenese (Miao et al. 2000). 
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Die Hauptaufgabe des VEGFR 2 besteht in der Differenzierung von primitiven Vorläu-
fer der Endothelzellen und Proliferation von Endothelzellen innerhalb der Neovaskula-
risation. VEGFR 1 hingegen wird eine modulatorische anti-angiogenetische Funktion 
zugeschrieben. Der Rezeptor reguliert Zell-Zell / Zell-Matrix Interaktionen sowie Per-
meabilität der Gefäße und Migration von Zellen (Barleon et al. 1996, Kanno et al. 2000, 
Robinson und Stringer 2001). Die Unterschiede ergeben sich aus Fähigkeit die Minot-
gen Aktivated Protein Kinasen (MAP – Kinase) zu aktivieren. Die MAP Kinase und 
folgende Kinasen wie z. B. Ras und Raf sind Schlüsselkomponenten in der Transduk-
tion von Signalen für Wachstum und Transformation. Damit wird die Kernaktivität und 
Transkription durch VEGFR 2 moduliert sowie der Eintritt in die Synthese-Phase des 
Zellzyklus angeregt. Aus diesem Grund ist VEGF für das Überleben der Endothelzellen 
essentiell und kann der Apoptose entgegenwirken (Thakker et al. 1999, Fujio und 
Walsh 1999). Die Abb. 3 fasst die Signalwege und die Funktionen von VEGF und sei-
nen Rezeptoren zusammen. 




Die Rezeptoren regulieren sich auch untereinander (Olsson et al. 2006). Die limitierte 
Antwort der Zielzelle auf das VEGF-Signal ist wichtig für eine exakte, lokal begrenzte 
Reaktion. Die Internalisierung und der Abbau des Rezeptors durch Proteasomen  oder 
Lysosomen wird dazu benötig (Singh et al. 2005). Zusätzlich kann die Kinaseaktivität 
des Rezeptors durch eine schnelle Dephosphorylierung mittels Tyrosin-spezifischer 
Phosphatasen vermindert werden (Guo et al. 2000, Gallicchio et al. 2005). 
 
2.4.3   VEGF-Isoformen 
Strukturell stellt sich das VEGF-Molekül als ein antiparallels Homodimer dar, das durch 
zwei Disulfid-Brücken in Kopf-Schwanz-Art mit einem großen Overlap verbunden ist. 
Die Rezeptor-Bindungsstellen befinden sich an den entgegengesetzten, N-terminalen 
Polen des Dimers. Des Weiteren bestehen funktionelle hotspots für die Bindung be-
stimmter Faktoren (Muller et al. 1997). Man unterscheidet verschieden lange Isofor-
men des Polypeptids-VEGF, die durch alternatives Splicing entstehen. VEGF A bis 
VEGF D, PlGF und sieben Subtypen des VEGF A gehören zu der Familie des huma-
nen endothelialen Wachstumsfaktors (Takahashi und Shibuya 2005). Da nur VEGF A 
an die beiden für die Regulation der Angiogenese verantwortlichen Rezeptoren bindet, 
ist eine Isoform dieses Polypeptids bezüglich unserer Studie interessant. Mit dem Ziel 
eine lokale Angiogenese in den Geweben Muskel und Haut ohne systemische Effekte 
zu induzieren, definieren sich die Eigenschaften der benötigten VEGF-Isoform wie 
folgt. Das Polypeptid sollte die Angiogenese induzieren, eine möglichst hohe Aktivität 
zeigen und eine geringe Diffusionskapazität aufweisen. Die unterschiedliche Bin-
dungsfähigkeit der Wachstumsfaktoren an Heparansulfat reguliert ihre Interaktion mit 
dem Rezeptor und damit ihre biologische Aktivität (Park et al. 1993, Neufeld et al. 
1999). Der kürzeste Subtyp VEGF A121 hat keine Heparansulfat-Bindungsstelle und ist 
dadurch hoch diffusibel. Mit diesen Eigenschaften ist die Isoform nicht für die vorlie-
gende Studie geeignet. Wie auch das etwas längere VEGF A145, welches vor allem in 
reproduktiven Organen gefunden wurde. Die langen Isoformen des Angiogenesefak-
tors VEGF A189 und VEGF A206 binden mit einer hohen Affinität an Heparansulfat und 
sind dadurch mäßig aktiv (Hutchings et al. 2003). Diese Eigenschaft ist gleichfalls ein 
Ausschlusskriterium für unseren Versuch. VEGFA165 hat durch seinen basischen Cha-
rakter die Möglichkeit der Heparansulfat-Bindung und eine mittlere Diffusionskapazität. 
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VEGF A165 ist neben VEGF A121 der dominante Faktor für die Aktivierung der Endothel-
zellproliferation und der Angiogenese in Vivo (Woolard et al. 2004). Das in unserem 
Versuch verwendete VEGF A164  der Ratte ist das Äquivalent zum humanen VEGF A165  
und weist in gleicher Weise die oben beschriebenen optimalen Eigenschaften auf 
(Shima et al. 1996). 
 
2.4.4   VEGF als Permeabilitätsfaktor 
Der vaskuläre endotheliale Wachstumsfaktor kann unwahrscheinlich schnell die Per-
meabilität eines Gefäßes erhöhen und ist dabei 50.000-mal potenter als Histamin 
(Senger et al. 1993). Zusätzlich wird die Expression und Aktivierung der NO Synthase 
(eNOS) gefördert (Fukumura et al. 2001, Chen et al. 2009). Das entstehende NO führt 
zu einer Vasodilatation und erhöhten Gefäßdurchlässigkeit. Die Erhöhung der Perme-
abilität ist für physiologische Vorgänge wie Wundheilung und Gefäßwachstum uner-
lässlich. Zu unterscheiden sind verschiedene Stärken der Durchlässigkeit von Gefä-
ßen. Gefäße, die VEGF induziert fenestriert sind, bieten gelösten Stoffen die 
Möglichkeit das Gefäß zu verlassen (Roberts und Palade 1997). Kleinere Proteine 
können über VEGF vermittelte Bildung von Caveolae, vesikulo-vakuolaren Organellen 
und transendothelialen Poren aus dem Gefäß gelangen (Dvorak et al. 1999). Die Ext-
ravasation größerer Proteine oder gar Erythrozyten bedarf der Auflösung der aus vas-
kulär-endothelialen Cadherinen bestehenden Adhäsionsverbindungen (Bates et al. 
2002). Die histologischen Korrelate zeigten sich in losen Interzellularkontakten und re-
lativ großen Interzellularspalten. Die Grundlage für die Aussprossung und Remodellie-
rung der Gefäße ist die resultierende erhöhte Zellmotilität (Flamme et al. 1995). Durch 
die Regulation der Permeabilität ist VEGF an der Entstehung von Ödemen und Aszites 
beteiligt. Die VEGF induzierte Durchlässigkeit der Gefäße ermöglicht das invasive 
Wachstum und die hämatogen-lymphogene Ausbreitung von malignen Neubildungen 





2.5  Die Neovaskularisation 
2.5.1   Bedeutung der Neovaskularisation 
Die Entstehung neuer Gefäße sowohl im embryonalen als auch im adulten Organis-
mus beschreibt die Neovaskularisation. In der Gefäßentwicklung und -neubildung un-
terscheidet man die Vaskulogenese, Angiogenese und Arteriogenese. Unter der Vas-
kulogenese versteht man die Differenzierung von Vorläuferzellen (Progenitorzellen), 
den aus dem Mesoderm stammenden Hämangioblasten, und die Formation des pri-
mären Gefäßnetzwerkes in der Embryonalentwicklung. Die Hämangioblasten bilden 
Blutinseln. Zellen, die innerhalb der Blutinseln liegen, repräsentieren die hämatopoeti-
schen Vorläuferzellen (hämatopoetische Stammzelle). Zellen, welche die äußere Be-
grenzung der Blutinsel bilden, differenzieren sich zu einfachen Endothelzellen (en-
dotheliale Progenitorzellen). Letztere bilden den initialen Gefäßplexus. Am Anfang der 
vierten Woche der Embryonalentwicklung des Menschen setzt der erste Herzschlag 
ein. Durch die Ausschwemmung der hämatopoetischen Stammzellen aus den Blutin-
seln fließt zum ersten Mal Blut im primären Gefäßsystem (Kässmeyer et al. 2009, Car-
meliet 2003). Die Abb. 4 bildet die Entstehung der embryonalen Gefäße aus den Hä-
mangioblasten ab.  
 
Abb. 4 Formation des primären Gefäßnetzwerkes aus Vorläuferzellen.  




Hämangioblasten konnten nach der Geburt im peripheren Blut nachgewiesen werden. 
Die endothelialen Progenitorzellen werden durch Gewebehypoxie mobilisiert und mig-
rieren dann in die Region in der die Neovaskularisierung stattfindet (Asahara et al. 
1997, Takahashi et al. 1999). Die embryonale Gefäßneubildung weist eine hohe Plas-
tizität auf. Entsprechend den Anforderungen des umgebenden Organs bzw. Gewebes 
findet eine strukturelle Anpassung statt. So existieren im Gehirn sehr dichte Zell-Zell 
Verbindungen, die keine toxischen Stoffe in das empfindliche System von Neuronen 
vordringen lassen. Demgegenüber sind die Sinusoide der Leber für einen maximalen 
Stoffaustausch stark fenestriert (Ribatti et al. 2009). Die Möglichkeit der Anpassung 
der Gefäßversorgung wird auch nach der Geburt in physiologischen Situationen wäh-
rend des weiblichen Reproduktionszyklus oder der Hypertrophie skelettaler Muskula-
tur für die Entstehung neuer Seitenäste und Lumenvergrößerungen vorhandener Ge-
fäße benötigt. Die gleichen Mechanismen greifen auch in pathologischen Situationen 
wie der Myokardischämie (Lorier et al. 2011), dem Verschluss peripherer Gefäße (Wu 
et al. 2010) oder bei Wundheilungsstörungen (Brown et al. 1992). Ebenso wurde nach-
gewiesen, dass eine abnormale Neovaskularisation Teil des Pathomechanismus vieler 
Erkrankungen ist. Arteriosklerose (Celletti et al. 2001), Arthritis, Retinopathie (Pierce 
et al. 1995, Alon et al. 1995, Benjamin et al. 1998, Aiello und Wong 2000) oder Ent-
wicklung maligner Tumore (Dvorak et al. 1991, Brown et al. 1993, Brown et al. 1995, 
Brown et al. 1996, Arastèh und Hannah 2000) sind nur einige Beispiele. Dieses Wissen 
führte zur Entwicklung neuer Therapiestrategien (Brekken et al. 2000, Luttun et al. 
2002, Dvorak 2005, Kieran et al. 2012, Bhadada et al. 2011). 
 
2.5.2 Bedeutung des vaskulären endothelialen Wachstumsfaktors in der Angioge-
nese 
Die Angiogenese definiert die Entstehung von Kapillaren aus einem bereits bestehen-
den Gefäß. Die Endothelzelle stellt den elementaren zellulären Baustein für die Ent-
wicklung eines neuen Gefäßes dar. Im Rahmen der Entwicklung bzw. des Wachstums 
von Geweben migrieren Zellen weg von ihrem Ursprung und den ernährenden Gefä-
ßen. Je größer die Distanz zwischen den bestehenden Gefäßen und den wandernden 
Zellen wird, desto schlechter wird die Versorgung mit Sauerstoff und Nährstoffen. Un-
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ter hypoxischen Bedingungen werden über die Aktivierung von HIF-1 pro-angiogene-
tische Expressionsmuster induziert. Das zentrale Signalmolekül ist dabei VEGF. Das 
potente Mitogen induziert neben der Proliferation auch die Migration dieser Zellen. 
Entlang des entstandenen Konzentrationsgradienten von VEGF migrieren nun En-
dothelzellen bzw. deren Vorläufer und bilden neue Gefäße. Der Wachstumsfaktor för-
dert die Freisetzung von Matrix-Metalloproteinase, Heparinase, Tryptase, Kallekreine 
und Cathepsine, welche die subendotheliale Basalmembran und extrazellulären Matrix 
(ECM) abbauen. Zusätzlich werden spezielle Integrine gebildet, die für den fokalen 
Adhäsionswechsel während der Angiogenese verantwortlich sind (Soldi et al. 1999). 
Diese komplexen Vorgänge werden durch wechselnde Zell-Zell und Zell-Matrix Inter-
aktionen z.B. mittels CD31 sowie verschiedenster Faktoren und Modulatoren des 
epithelialen Wachstums reguliert (DeLisser et al. 1997, Pinter et al. 1997). Des Weite-
ren werden durch den Abbau der ECM matrixgebundene angiogenetische Aktivatoren 
wie VEGF, FGF, TGF-β sowie TNFα zusätzlich freigesetzt. Somit können die migrie-
renden Endothelzellen ungehindert vorstoßen. Gleichzeitig müssen zur Kontrolle der 
Proteolyse und Angiogenese Inhibitoren wie z. B. Thrombospondin-1, Arrestin, Tum-
statin, Angiostatin, Endostatin, Antithrombin wirken (Carmeliet 2004, Carmeliet und 
Collen 1998). Jeder Gefäßspross besteht wie in der Abb. 5 aus einer Spitze und einen 
Schaft. An der Spitze sitzt die “tipcell“. Sie ist eine hoch polarisierte Endothelzelle, die 
Filopodien bildet und ein spezielles VEGFR 2 Expressionsmuster aufweist. Die “tipcell“ 
migriert hinter den wandernden Zellen her und wird dabei durch den VEGF-Gradienten 
geleitet. Als Sensoren und Motoren dienen die Filopodien. Die Proliferation der En-
dothelzellen im Schaft wird durch die aktuelle VEGF-Konzentration kontrolliert (Bene-









Abb. 5 Schematischer Ablauf der Bildung eines neuen Blutgefäßes.  
 Grafik entnommen aus: Benedito et al. 2010. 
 
Wird die VEGF-Konzentration reduziert oder die Rezeptoraktivierung gehemmt, bilden 
sich weniger Aussprossungen und kürzere Filopodien. Ist dagegen die VEGF-Kon-
zentration zu hoch, bilden sich zu viele Aussprossungen und vermehrt Filopodien an 
Endothelzellen des Schaftes. Das Resultat ist ein chaotisches Netzwerk von Gefäßen 
mit abberanten Fusionen und Hyperperfusion. Die zwei Phänomene Migration und 
Proliferation werden also unabhängig voneinander durch die VEGFR 2 Stimulation ge-
steuert (Gerhardt et al. 2003). Des Weiteren scheinen die verschiedenen Isoformen 
unterschiedliche Einflüsse zu haben. In Experimenten mit Mäusen konnte nachgewie-
sen werden, dass VEGF164 der entscheidende Wachstumsfaktor bei der Entwicklung 
und Remodelierung von Gefäßen ist. Für die präzise Lokalisation von Gefäßen, deren 
korrekte Aufteilung sowie hierarchische Anordnung ist eine feine Balance von Hepa-
ransulfat gebundenen VEGF und frei diffusiblen VEGF essentiell (Stalmans et al. 2002, 
Ruhrberg et al. 2002). Neben der VEGF induzierten Proliferation und Migration ist die 
Inhibition der Apoptose essentiell für die Stabilisierung der neu gebildeten Gefäße (A-
lon et al. 1995). Vielfältige Experimente legen nah, dass für jedes Organ oder Gewebe 
spezielle Zellen existieren, welche für die Leitung der Gefäßentwicklung, -sprossung 
und Arteriogenese verantwortlich sind. So konnte nachgewiesen werden, dass senso-
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rische Neuronen der Haut und ihre Schwanzellen via VEGF das Wachstum von Gefä-
ßen dirigieren und die Arteriogenese induzieren (Mukouyama et al. 2002). Auch in der 
embryonalen Lunge konnte demonstriert werden, dass das bronchiale Epithel von pro-
ximal nach distal einen VEGF-Gradienten erzeugt (Healy et al. 2000). 
 
2.5.3  Nachweis der Angiogenese mittels immunhistochemische Färbung mit CD31 
 Antikörpern 
Das Platelet Endothelial Cell Adhesion Molecule-1 (PECAM-1 oder auch CD31) ist ein 
130 kD schweres transmembranöses Zell-Adhäsions Molekül. Das aus drei Domänen 
bestehende CD31 gehört der Immunglobulin Superfamilie (Ig CAMs) an. Extrazellulär 
weist das Molekül sechs immunglobulinartige homologe Domänen auf. Darauf folgt 
eine kurze transmembranöse Domäne sowie der cytoplasmatische Anteil, welcher so-
wohl funktionelle als auch strukturelle Funktionen erfüllt. Nach Dimerisierung der PE-
CAM-1 Moleküle werden Signalen in die Zelle übermittelt, die einen Adhäsionswechsel 
benachbarter Zellen durch die Rekrutierung weiterer Rezeptoren und transmembranö-
ser Moleküle bewirken (Newman 1997, Pinter et al. 1997, Elias et al. 1998). Die phy-
siologische Funktion von CD31 besteht neben der Stabilisierung interzellulärer Kon-
takte darin, die Extravasation von Leukozyten und anderen immunkompetenten Zellen 
zu ermöglichen. Zusätzlich hat es Einfluss auf die Aktivierung von T-Zellen, die 
Chemotaxis von Neutrophilen sowie Monozyten. CD31 wird von vaskulären Endothel-
zellen exprimiert. Dort sind sie vor allem in basaler Position entlang der lateralen Plas-
mamembran zu finden (DeLisser et al. 1997). Des Weiteren ist CD31 auf den Oberflä-
chen von Zellen der myeloiden Linie und Thrombozyten vertreten (Albelda et al. 1991, 
Elias et al. 1998). Nicht repräsentiert ist das Molekül auf Fibroblasten, Epithelzellen, 
Myozyten und weiteren Zellen, die nicht am Aufbau von Gefäßen beteiligt sind 
(Newman 1997). Die immunhistochemische Färbung mit Anti-CD31-Antikörpern ist 
eine sensitive Methode für die Detektion vaskulärer Endothelzellen und Quantifizie-
rung der Angiogenese. Überdies ist CD31 ein Marker für VEGF verursachte Tumoren 
(Lutzky et al. 2006, Tang et al. 1993). Die Expression des transmembranösen Moleküls 
kann durch Hypoxie (Kalra et al. 1996) und Zytokine wie z. B. VEGF (Romer et al. 
1995, Healy et al. 2000) beeinflusst werden. 
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2.5.4  Bedeutung des vaskulären endothelialen Wachstumsfaktors in der Arterioge-
nese 
Nach der Entwicklung primitiver Gefäße entstehen durch die Remodellierung funkti-
onsfähige Arterien, Kapillaren und Venen. Dieser Prozess der Arteriogenese be-
schreibt die Reifung eines Gefäßes durch perizytäre Ummantelung des En-
dothelschlauches, Ausstattung mit kontraktilen glatten Muskelzellen und Stabilisierung 
des Gefäßes. Ferner wird der Durchmesser reguliert, die Flussrichtung etabliert und 
die Gefäßdichte entsprechend der Ansprüche feinjustiert. Das Wachstum von Kollate-
ralen kennzeichnet die Differenzierung von Arterien aus bereits bestehenden arterio-
arteriolaren Anastomosen und ist eine spezielle Form der Arteriogenese in der die Ka-
liberexpansion im Vordergrund steht. Das Wachstum von Kollateralen ist mit einer 
Hochregulation der arteriogenetischen Stimulatoren VEGF, PDGF-BB und FGF ver-
bunden (Wu et al. 2010). Den Anstoß für die Arteriogenese gibt neben der Hypoxie 
der erhöhte Shear Stress. Dieser entsteht durch die erhöhte Schubspannung sowie 
dem verstärkten Blutfluss vor der Stenose und durch den verminderten Blutdruck nach 
der Stenose. Mechanosensible Komplexe aus VEGFR 2, CD31 und vaskulären en-
dothelialen Cadherinen an Adhäsionsverbindungen registrieren diese Alternation 
(Tzima et al. 2005). Der pleiotrope Wachstumsfaktor VEGF rekrutiert Pericyten und 
kann den Durchmesser der Gefäße und die Dichte der α-SMA positiven Zellen erhöhen 
(Benjamin et al. 1998, Tirziu et al. 2012). Zugleich kommt es durch die Aktivierung des 
Endothels zu einer MCP-1 (Monocyt Chemoattractand Protein - 1) assoziierten Migra-
tion von Monozyten in die Gefäßwand (Bao et al. 1999). Durch die Ausschüttung be-
stimmter Zytokine und Wachstumsfaktoren wird ein arteriogenetisches Milieu geschaf-
fen. Für den Abbau der Basalmembran und ECM werden Proteasen sekretiert um die 
Gefäßwand zu modifizieren und der Kaliberexpansion Raum zu verschaffen (Arras et 
al. 1998, van  Royen et al. 2001, Galis und Khatri 2002, Bauer et al. 2005). Die α-SMA 
positiven Zellen migrieren von den Arterien entlang der Äste in Richtung der Venen. 
Die Ummantelung beginnt mit der Ausbildung von perikapillären Sphinkter bestehend 
aus Clustern glatter Muskelzellen. Die Hauptäste werden als erstes eingehüllt. Später 
folgen die kleineren Seitenäste. Sind die Gefäße ummantelt, findet keine Remodellie-
rung mehr statt und die Gefäße überleben transiente Fluktuationen der Sauerstoffkon-
zentration. Die Perizyten sind von einer Basalmembran umgeben und exprimieren α-
SMA. Sie sind mit Endothelzellen assoziiert dessen Proliferation und Migration von 
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ihnen reguliert wird (Benjamin et al. 1998). Die Retinopathie des Frühgeborenen stellt 
eine pathophysiologische Manifestation dieser Prozesse dar. Die Frühgeborenen wer-
den einer chronischen Hyperoxie durch die Sauerstoffinkubatoren ausgesetzt. Dies 
führt zu einer Reduktion des initialen Gefäßplexus. Wenn die Säuglinge von ihren 
Sauerstoffinkubatoren getrennt werden, geraten die Zellen der Retina in eine extreme 
Hypoxie und die massiven Mengen an ausgeschütteten VEGF induzieren eine unkon-
trollierte Neovaskularisierung. Es folgt ein aberrantes Gefäßwachstum in deren Kon-
sequenz eine Hyperproliferation und Fusion von Gefäßen steht. Letztlich können die 
anormale Verteilung und Größe der Lumina bis zur Blindheit des Säuglings führen (A-
lon et al. 1995, Benjamin et al. 1998). 
 
2.5.5   Nachweis der Arteriogenese mittels immunhistochemische Färbung mit α- 
SMA Antikörpern 
 
Alpha Smooth Muscle Actin (α-SMA) ist ein zur Superfamilie der Aktine gehörendes 
42 kDa schweres Zellskelettprotein. Aktine sind die am besten konservierten Eiweiße 
im Genom von Säugetieren und Vögeln. Es existieren die Isoformen β- und γ- Muskel 
Aktin, welche in allen eukariotischen Zellen zu finden sind. Weiterhin gibt es drei Isof-
ormen des α-Muskel Aktins, die Differenzierungsmarker für glatte Muskelzellen, Ske-
lettmuskelzellen und Herzmuskelzellen darstellen. Innerhalb der Zellen bilden die Ak-
tine eine Helixstruktur und organisieren sich in mikrofilamentären Bündeln (Skalli et al. 
1989). Aktin bindende Proteine vernetzen die Aktinfilamente zu supramolekularen 
Strukturen und ermöglichen die vielfältigen Funktionen des Strukturproteins. Z. B. wird 
durch die Interaktion mit Myosin, Troponin und Tropomyosin die Kontraktion von Mus-
keln ermöglicht. Die Form, Stabilität, Motilität und Migration der Zellen hängt von der 
Funktionalität der Aktin Filamente ab (Herman et al. 1993, Rassow 2008, Müller-Esterl 
und Brandt 2009). α-SMA ist ein spezieller Marker für vaskuläre glatte Myocyten, Pe-
rizyten, Myofibroblasten sowie Myoepithelzellen in den Wänden mittlerer und großer 
Gefäße (Skalli et al. 1989). Mittels immunhistochemischer Färbung dieses Proteins 
kann sensitiv die Initiation der Arteriogenese analysiert werden. α-SMA markiert 
ebenso glatte Muskulatur in Speicheldrüsen, in den Drüsen der Mammae und im ute-
rinen Myometrium. Endothelzellen, Epithelzellen, Fibroblasten, Lymphozyten, Skelett-
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muskelzellen, Fettzellen und Schwann-Zellen werden nicht angefärbt. Durch die im-
munhistochemische Färbung mit α-SMA können Leiomyome, Leiomyosarkome 
ebenso wie polymorphe Adenome und kapilläre Hämangiome identifiziert werden 
(Dako Denmark A/S 2008). 
 
2.6  Ergebnisse vorangegangener in Vitro und in Vivo Experimente 
Der Gebrauch von pro-angiogenetischen und pro-arteriogenetischen Cytokinen für die 
Initiation des Gefäß- sowie Kollateralenwachstums in ischämischem Gewebe wird the-
rapeutische Angiogenese genannt. Das Studiendesign sieht eine langsame konstitu-
tive Freisetzung von VEGF164 unter Nutzung autogener transfektierten Fibroblasten 
vor, die mittels der Produktion des endogenen VEGFs die Neoangiogenese stimulieren 
sollen. Verwiesen wird auf vorangegangenen experimentellen Studien in denen bereits 
nachgewiesen wurde, dass unter Anwendung des Basic Nukleofactor Kit 24 Stunden 
nach der Transfektion des VEGF164-Gens in autogene Fibroblasten eine Erfolgsquote 
von 63% erreicht wird. In der weiteren Beobachtung erreichte die Transgenexpression 
am zweiten Tag mit 74,33% ihr Maximum und fiel ab Tag drei wiederum auf 50,67%. 
Am vierten Tag wurde eine Persistenz der Expression von 41,0% gemessen, die bis 
Tag sieben auf 22,0% weiter absank und am neunten Tag 15,0% erreichte. Das VEGF-
Niveau nicht transfektierter Fibroblasten und transfektierter Fibroblasten ist zwei Wo-
chen nach der Manipulation gleich. Die Abb. 6 stellt den Verlauf der VEGF164-Expres-























Abb. 6 VEGF164-Expression von transfektierten Fibroblasten in Vitro. Grafik entnommen 
aus: Mueller et al. 2010-A. 
 
In Vitro wurde eine signifikant gesteigerte HUVEC-Stimulation durch VEGF164 trans-
fektierte Fibroblasten festgestellt. Auch in Vivo konnte eine gesteigerte Expression von 
VEGF164 nachgewiesen werden. Im Rahmen eines Tierversuches wurde die Angioge-
nese mittels implantierten Kollagenmembranen untersucht, sowie die systemischen 
Auswirkungen eruiert. Nach Transplantation einer Kollagenmembran in den Musculus 
gracilis der Maus und Injektion von VEGF164 transfektierten Fibroblasten ist die ka-
pilläre Dichte im Vergleich zu einer gesunden, unverwundeten Haut nach sieben Ta-





Abb. 7  Vergleich der kapillären Dichte zwischen gesunder Haut und der implantierten 
Kollagenmembran mit oder ohne VEGF164 transfektierte Fibroblasten. Grafik im 






Die VEGF164 transfektierten Fibroblasten zeigten keine Verteilung in das Blut oder an-
dere Organe und verblieben am Ort ihrer Injektion. Das Gleiche gilt für die Konzentra-
tion von VEGF164. Veränderungen in der Gefäßarchitektur im umgebenden Gewebe 
konnten nicht detektiert werden (Mueller et al. 2010-A, Mueller et al. 2010-B). Ebenfalls 
wurde bereits der positive Effekt von VEGF auf vorbestrahltes Gewebe untersucht 




3. Ziele der Arbeit 
Ziel dieser experimentellen Arbeit ist den Einfluss autogener VEGF164 transfektierter 
Fibroblasten auf die Neovaskularisation in ischämischem myocutanem Gewebe zu 
eruieren. Am Beispiel des Hinterlaufes der Wistar Ratte dient der Musculus gracilis mit 
der darüber liegenden Haut nach Unterbindung der Arteria femoralis superficialis als 
Modell für die milde Ischämie innerhalb eines myocutanen Transplantates dar. Die se-
parate Untersuchung der Anteile des Musculus gracilis und der Haut oberhalb des 
Musculus gracilis sollen einen Einblick in die differierende Anatomie und Dichte der 
Gefäße ermöglichen sowie einen Vergleich der Gefäßentwicklung nach Injektion der 
VEGF164 transfektierten Fibroblasten und Ligation der Arteria femoralis superficialis 
zulassen. Dabei ist davon auszugehen, dass in den Bioptaten der Haut eine stärkere 
Wirkung durch das epitheliale Mitogen zu erwarten ist. Die Auswertung der Gefäßan-
zahl und Gefäßfläche der immunhistochemischen Färbungen mit Anti-CD31-Antikör-
pern und Anti-α-SMA-Antikörpern fungieren als Beleg für die Sicherheit und Effektivität 
der Initiation der postnatalen Angiogenese und Arteriogenese durch die konstitutive 
Expression des Transgens VEGF164. Auf diese Weise kann der Nachweis erbracht 
werden, dass der pleiotrope Wachstumsfaktor sowohl die Sprossung kleiner Gefäße 
und Kapillaren bewirkt als auch die Bildung und Kaliberexpansion von Gefäßen mit 
kontraktiler pericytärer Ummantelung initiiert. Weiterführend besteht die Intension des 
Experimentes darin, die Auswirkung des Zeitraumes zwischen der Applikation der au-
togenen VEGF164 transfektierten Fibroblasten und dem Einsetzen der Ischämie durch 
Ligation der Arteria femoralis superficialis auf den Grad der Neovaskularisation zu ana-
lysieren. Die simultane Injektion und Ligation ist in Folge der zu erwartenden hohen 
VEGF-Konzentration das erfolgversprechendste Verfahren. Gleichzeitig ist der Zeit-
punkt der maximalen Gefäßdichte nach Ligation der versorgenden Arterie interessant 
für die klinische Anwendung. Nach Unterbindung der Arteria femoralis superficialis ist 
davon auszugehen, dass die Gefäßanzahl und die Gefäßfläche zu jedem Untersu-




4.  Material und Methode 
4.1  Material 
Nachfolgende Materialen wurden im Rahmen der Untersuchungen verwendet. 
Material Hersteller 
Aceton  Mallinckrodt Baker B.V., Holland 
Antibody Diluent Dako REALTM Dako, Deutschland 
Anti α-SMA Antikörper, monoklonal, Klon 
M0851, Isotyp mouse IgG1 
Dako, Deutschland 
Anti CD31 Antikörper, monoklonal, KG 
Klon FC-1506, Isotyp goat IgG1 
Santa Cruz Biotechnology, Deutsch-
land 
Anti CD31 Antikörper, monoklonal, VG 
Klon TLD-3A12, Isotyp mouse IgG1 
Santa Cruz Biotechnology, Deutsch-
land 
Anti Mouse Antikörper, monoklonal, Klon 
E0464, Isotyp rabbit IgG1 
Dako, Deutschland 
Dako Liquid DAB + Substrate Chromogen 
System 
Dako, Dänemark  
Deckgläschen 24X60 mm Menzel-Gläser, Deutschland 
Stoppuhr Tfa-Dostmann GmbH & Co 
Feinwaage - Sartorius LE 323S Sartorius, Deutschland 
Fettstift Dako, Deutschland 
Feuchte Kammer – MIST magnetic im-
muno staining tray 
CellPathplc, USA 
Gefiermikrotom, Model Leica CM3050S Leica Mikrosystems, Deutschland 
Gefiermikrotom – Klinge C35 Feather, Deutschland 
Hämalaunlösung - Mayers Hämalaun Merk, Deutschland 
Streptavidin HRP Komplex Biofx Laboratories, USA 
Küvetten neo Filtertips hydrophob in den 
Größen 0,5-10µl, 1-100µl und 10-1000µl 
Neo Labhigge Laborbedarf-Vertrieb 
GmbH, Deutschland 
Lichtmikroskop Axioplan 2 imaging Carl Zeiss, Deutschland 
Messzylinder 1000:10 Vit Lab, Deutschland 
Mounting Medium – Vecta Mount Vector Laboratories, USA 
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Natriumchlorid (NaCl) Mallinckrodt Baker B.V., Holland 
Objektträger - Thermo Scientific Polysine 
Slides 
Menzel-Gläser, Deutschland 
PBS Puffer  GIBCO Invitrogen, USA 
pH-Meter, Typ Argus  Sentron, USA 
Pipetten Eppendorf Research in den Grö-
ßen 0,5-10µl, 10-100µl und 100-1000µl 
Eppendorf, Deutschland 
Rabbit Serum  DakoCytomation, Deutschland 
Rührwerk – RCT basic IKAMAG® safety 
control 
IKA, Deutschland 
Salzsäure (HCl) - 25%ige Lösung Dr. K. Hollborn& Söhne, Deutschland 
Tissue Tek Kryomedium Finetek Europe e.V., Niederlande 
Tween 20 Dako, Deutschland 
 
4.2  Methode 
4.2.1   Gruppeneinteilungen 
Jede der 120 Wistar-Ratten wurde an der dorso-lateralen Zunge bioptiert. Aus den 
gewonnenen Mukosapräperaten wurden die Fibroblasten isoliert. Nun wurden die 120 
Tiere zufällig in zwei randomisierte Gruppen von je 60 Tieren eingeteilt. Die Fibroblas-
ten der ersten Gruppe, der Interventionsgruppe, wurden mit dem pcDNA3.1/nV5-Dest 
VEGF-Plasmid, der die VEGF164-cDNA codiert, transfektiert und über 24 Stunden ohne 
weitere Manipulation kultiviert. Die Fibroblasten der zweiten Gruppe, der Kontroll-
gruppe, wurden ohne weitere Manipulation über weitere 24 Stunden kultiviert. Bei jeder 
der 120 Wistar-Ratten wurden in der Leistenregion an einem definierten Punkt die In-
jektionen durchgeführt. Den Ratten der Kontrollgruppe wurde in die Region des unila-
teralen M. gracilis PBS und in die Region des kontralateralen M. gracilis die nicht trans-
fektierte Fibroblasten injiziert. In der Interventionsgruppe wurden die Tiere in der 
Region des unilateralen M. gracilis mit VEGF164 transfektierten Fibroblasten beimpft. 
Die isolierten Fibroblasten aus der Mukosa eines Tieres wurden wieder in die Leiste 
desselben Tieres injiziert. Die Wistar-Ratten der Kontrollgruppe und Interventions-
gruppe wurden nun wiederum in 3 Gruppen á 20 Tieren zufällig randomisiert eingeteilt. 
Bei den ersten 20 Tieren wurde zwei Wochen nach der Injektion die Art. femoralis 
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superficialis ligiert. Bei den nächsten 20 wurde eine Woche nach der Injektion die Art. 
femoralis superficialis ligiert. Bei den letzten 20 Tieren wurde simultan zur Injektion die 
Art. femoralis superficialis ligiert. Jeweils 5 Ratten jeder Gruppe wurden am dritten, 
fünften, siebenten und vierzehnten Tag nach der Ligation der Art. femoralis superficia-
lis sakrifiziert. Die Proben wurden aus der Haut, der oberflächlichen, kaudalen und 
kranialen Portio des Musculus gracilis entnommen. Die Proben wurden direkt nach der 
Entnahme in flüssigen Stickstoff für 10 min gefroren und bei -80°C bis zur weiteren 
Bearbeitung gelagert. Das Flow-Chart der Abb. 8 fasst den Versuchsaufbau nochmals 
zusammen. Die Abb. 9 zeigt in Form eines Zeitstrahls die Reihenfolge der Interventio-
nen. 
 
Gewinnung der Mucosapräparate aus der dorso-lateralen Schleimhaut der Zunge von 120 Wistar Rat-
ten und Isolierung der Fibroblasten 
 
 
Kontrollgruppe     Interventionsgruppe      
keine weitere Manipulation   Transfektion mit der VEGF-cDNA 
 
 
unilaterale Injektion  kontralaterale Injektion    unilaterale Injektion        
von PBS  von nicht transfektierten          von VEGF transfektierten        
Fibroblasten                Fibroblasten 
 
 
Ligation der Art. femoralis simultan mit der Injektion, eine Woche nach der Injektion und zwei Wochen 
nach der Injektion bei je 20 Wistar-Ratten 
 
 
Entnahme der Gewebeproben von der Haut oberhalb der M. gracilis sowie dem oberflächlichen, kau-
dalen und kranialen Anteilen des M. gracilis am dritten, fünften, siebten und vierzehnten Tag nach Li-
gatur der Art. femoralis von je fünf Wistar-Ratten 
 











Abb. 9 Reihenfolge der durchgeführten Interventionen. Eigene Darstellung. 
 
 
4.2.2   Gewinnung der Mukosabiopsien und Fibroblastenisolierung 
Insgesamt standen 120 männliche Wistar-Ratten für diese Studie zur Verfügung (200-
250g, mittleres Alter: 3 Monate, Harlan Winkelmann GmbH, Borchen, Deutschland). 
Die Tiere wurden alleine in Makrolon Typ III Käfigen (Techniplast, Varese, Italy) bei 
einer Temperatur von 22°C, 55% Luftfeuchtigkeit und 12 Stunden Tag und Nacht Zyk-
lus gehalten. Die Ratten wurden mit einer Standardnagerdiät (N° 1320, Altromin, Lage, 
Germany) und Wasser ad libitum gefüttert. Das Tierexperiment wurde vom Thüringer 
Ministerium für Lebensmittelsicherheit und Verbraucherschutz (TLLV) genehmigt 
(Tierversuch Reg.-Nr.: 02-002/09). Die Tiere wurden mit einer Mischung aus Ketamin 
(Ketavet, Pharmaciaand Upjohn, Erlangen, Deutschland) und Xylazine (Rompun, 
Bayer, Leverkusen, Deutschland) im Verhältnis 2:1 (2,5ml/kg Körpergewicht) über eine 
intraperitoneale Injektion anästhesiert. Die oralen Mukosabiopsien der Größe 0,5x1 
cm² wurden von jeder Ratte im Bereich der dorso lateralen Oberfläche der Zunge nach 
etabliertem Protokoll entnommen (Mueller et al. 2010-A, Mueller et al. 2010-B). Die 
Gewebeproben wurden in kleine Stücke geschnitten und mit einer antibiotischen und 
antimykotischen Lösung (Sigma Aldrich, Taufkirchen, Deutschland) gespült. Für zwei 
bis drei Stunden erfolge die Digestion mit Kollagenase (Roche Diagnostics GmbH, 
Mannheim, Germany) und Dispase (Roche Diagnostics GmbH, Mannheim, Germany). 
Die Zellen wurden in eine Kultur mit Dulbecco’s modified Eagle’s Medium (Gibco, In-
vitrogen, Paisley, UK) mit einem Anteil von 10% fetalem Rinderserum transferiert. 
Wenn eine Konfluenz von 90% erreicht wurde, wurden die Zellen mit 2,5mg/ml Trypsin 
und 0,2mg/ml EDTA (Gibco, Karlsruhe, Germany) passagiert. Die erste Passage fand 
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in unserem Experiment Verwendung. Mittels Neubauers Zählkammer (Brand, Wert-
heim, Deutschland) und Tryptanblau Färbung wurde die Gesamtzahl der Fibroblasten 
quantifiziert (Mueller et al. 2010-A, Mueller et al. 2010-B). 
 
4.2.3   Transfektion und Injektion 
Die Fibroblasten der Versuchsgruppe wurden mit pcDNA3.1/nV5-Dest VEGF-Plasmid 
transfektiert und über weitere 24 Stunden kultiviert. Die VEGF164-cDNA wurde von dem 
Institut für Pathologie der Friedrich-Alexander-Universität Erlangen/Nürnberg zur Ver-
fügung gestellt. Die rattenspezifische cDNA von VEGF wurde in einen pGEM-3Zf(+) 
Vektor einkloniert. Nun folgte die Subklonierung der VEGF164-cDNA in den eukaryoti-
schen Expressionsvektor pcDNA3.1/n V5-DEST mit dem Gateway-Verfahren (Invitro-
gen). Die VEGF164-Sequenz wurde dann per LR-Reaktion in den Destinations (Expres-
sions)-Vektor zwischen die Rekombinationskassete (attR1 und attR2) transferiert. In 
diesem Plasmid wird VEGF164 konstitutiv unter Kontrolle eines CMV (Cytomegalovirus) 
Promotors als N-terminales V5-Fusionsprotein exprimiert. Der Vektor trägt eine Ampi-
cillin-Resistenz für eine Selektion in Bakterienstamm DH5 Alpha. Die Abb. 10 zeigt die 
Genkarte des VEGF-Plasmids. 5x105 Fibroblasten wurden in 100 μl Nukleofactor Lö-
sung (Basic Nukleofactor Kit For Primary Mammalian Fibroblasts, Amaxa, Cologne, 
Deutschland) resuspendiert und mit 3μg VEGF-Plasmid gemischt. Die Elektroporation 

































Abb. 10 Genkarte pcDNA3.1/nV5-Dest VEGF-Plasmid. Eigene Darstellung. 
 
107 VEGF transfektierte Fibroblasten wurden in der Interventionsgruppe in die Region 
des unilateralen M. gracilis injiziert. In den Kontrollgruppen wurden ebenfalls 107 nicht 
transfektierte Fibroblasten in der Region des kontralateralen M. gracilis und PBS in der 
Region des unilateralen M. gracilis injiziert. Dabei wurde jede Wistar-Ratte mit den 
eigenen Fibroblasten beimpft. Darauf folgte die Ligation der Art. femoralis superficialis 
gleichzeitig mit der Injektion oder eine Woche bzw. zwei Wochen nach Injektion bei je 
20 Wistar-Ratten. Die Operation verlief unter sterilen Bedingungen und unter Zuhilfe-
nahme mikrochirurgischer Techniken. Die Art. femoralis wurde nach einer Hautinzision 
aufgesucht, von der Vene separiert und die rechte und linke Art. femoralis superficialis 
ligiert. Die Abb. 11 veranschaulicht die Lokalisation der Ligatur. Drei, fünf, sieben und 
vierzehn Tagen nach Ligation der Art. femoralis wurden die Tiere sakrifiziert und die 
























Abb. 11 Ligationsstelle der Art. femoralis superficialis am Hinterlauf der Wistar Ratte. Grafik 
im Original bei Jia 2011. Die vorliegende Abb. wurde durch den Verfasser verändert. 
 
4.2.4   Herstellung der Gefrierschnitte 
Zur Herstellung der Kryo-Gewebeschnitte habe ich die gefrorenen Proben in Tissue 
Tek eingebettet. Die Kryoschnitte wurden von mir in einem Gefriermikrotom in einer 
Dicke von 10μm angefertigt und auf einen beschichteten Objektträger überführt. Die 
Schnitte habe ich dann 30 min bei Raumtemperatur getrocknet und wiederum bei              
-80°C für den nächsten Schritt aufbewahrt (siehe Anhang Versuchsprotokoll, S. 170). 
 
4.2.5   Herstellung der Stammlösung 
Herstellung der Tris-Puffer Stammlösung (1:10): 60,5g Tris (Trishydroxymethylamino-
methan, auch Tromethamin genannt) habe ich in 700ml Aqua dest (A.d.) gelöst, dann 
wurden 90g NaCl hinzugefügt und schließlich der Messzylinder bis auf 1000ml mit A.d. 
aufgefüllt. Die Lösung habe ich so lange mit dem Rührwerk gerührt bis sie klar wurde. 
Die fertige Lösung wurde von mir auf einen pH-Wert von 7,6 mittels tropfenweiser HCl-
Zugabe und simultaner Kontrolle durch ein pH-Messgerät eingestellt (siehe Anhang 
Versuchsprotokoll, S. 170). 
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Herstellung der gebrauchsfertigen Tris-Buffered Saline (TBS): Die Stammlösung habe 
ich auf 1:10 verdünnt. Dafür nehme ich 100ml Stammlösung und 900ml A.d. Zusätzlich 
wurden 0,2-0,5ml Tween 20 dazugegeben. Tween vermindert die unspezifische Hin-
tergrundfärbung durch Entfernung ungebundener Antikörper und verbessert die Ver-
teilung der Reagenzien (Dako 2010, siehe Anhang Versuchsprotokoll, S. 170). 
 
4.2.6   Prinzip der Immunhistochemie 
Die immunhistochemischen Färbemethoden gewinnen sowohl in der Forschung zu-
nehmend an Bedeutung als auch in der täglichen Routinepathologie. Die Spezifität und 
Sensitivität der Färbungen konnte in den letzten Jahren merklich verbessert werden 
(Brandtzaeg 1998, Matos et al. 2010). Das Ziel ist ein bestimmtes Antigen in einem 
histologischen Präparat mittels optischer Darstellung nachzuweisen. Bei dieser Ver-
fahrensweise macht man sich die Eigenschaft von Antikörpern zunutze mit einem spe-
ziellen Antigen eine feste Bindung einzugehen. Dieser Antikörper wird mit einem Mar-
kerenzym konjugiert und kann somit sichtbar gemacht werden. Zum Einsatz kommen 
monoklonale oder polyklonale Antikörper. Die Ersteren weisen eine höhere Spezifität 
auf und werden damit häufiger eingesetzt (Lipman et al. 2005). Des Weiteren wird 
zwischen der direkten und indirekten Methode unterschieden. Bei der direkten Me-
thode ist der primäre Antikörper mit einem Enzym konjugiert. Diese Methode bedarf 
zwar weniger Färbeschritte, allerdings ist die Intensität der Färbung gering, da jedes 
Antigen durch lediglich ein Enzym angefärbt wird. Durch die indirekte Methode hinge-
gen kann das Farbsignal vervielfacht werden. Sie bedarf allerdings mehrerer Schritte. 
Vorerst wird das Antigen mit einem nicht konjugierten primären Antikörper besetzt. 
Darauf folgt der konjugierte sekundäre Antikörper, der an mehrere Stellen des pri-
mären Antikörpers binden kann. Der Sekundärantikörper wird nun mit mehreren Mar-
kerenzymen besetzt. Ein Antigen wird somit durch viele Enzyme angefärbt (Noll et al. 
2000). Bei dem Markerenzym handelt es sich entweder um die Meerrettichperoxidase 
oder um die alkalische Phosphatase. Für die Visualisierung wird ein Substrat zugege-
ben, welches mit dem Markerenzym reagiert und durch eine Farbreaktion das Antigen 
sichtbar macht. Das Resultat kann durch ein Lichtmikroskop beurteilt werden. Die Fär-
bung ist stabil und kann nach entsprechender Fixierung und Eindeckelung archiviert 
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werden (Taylor 1978). Bei der Verbesserung der Farbergebnisse haben sich ver-
schiedenste Methoden entwickelt. Meine histologischen Gewebeschnitte habe ich mit 
der labeled-streptavidin-biotin-technique (LSAB-Methode) gefärbt. Dies ist eine hoch 
sensitive indirekte immunhistochemische Methode (Giorno 1984, Shi et al. 1988). In 
der Abb. 12 werden die einzelnen Schritte der immunhistochemischen Färbemethode 
bildlich dargestellt. Im ersten Schritt wird der unkonjugierte Primärantikörper zugege-
ben und damit das Antigen markiert. Nun folgt der Sekundärantikörper. Dieser ist bio-
tinyliert und kann an verschiedenen Epitopen des FC Fragments des Primärantikör-
pers binden. Im Folgenden wird Streptavidin, welches an den Biotin Anteil des 
Sekundärantiköpers vier Bindungsstellen vorfindet und dort mit einer starken Affinität 
bindet, hinzugefügt (Guesdon et al. 1979, Dako 2007). Zusätzlich ist Streptavidin mit 
mehreren Meerrettichperoxidasen komplexiert (Matsumura et al. 1989). Anstatt des 
von mir verwendeten Steptavidins wurde in der Abb. 12 Avidin verwendet. Das nun 
folgende Substrat 3,3-Diaminobenzidin (DAB) wird durch die Peroxidase oxidiert und 
zeigt eine braune Färbung (Noll et al. 2000, Dako 2009). Durch die vielfache Markie-
rung eines Antigens kann das Signal wesentlich gesteigert werden und damit eine ma-
ximale Sensitivität und Spezifität erreicht werden. Mit dem Ziel die Hintergrundaktivität 
bzw. -färbung so gering wie möglich zu halten, wird der histologische Schnitt vor Zu-
gabe der Antikörper mit Normalserum von der Spezies der Sekundärantikörpers inku-
biert. Damit wird eine unspezifische Bindung des Sekundärantikörpers verhindert (Noll 






















Abb. 12 Prinzip der immunhistochemischen Färbemethode. Grafik entnommen aus: 
  VECTOR Laboratories. 
 
4.2.7 Immunhistochemische Färbung mit Anti-α-SMA Antikörper und Anti-CD31 
 Antikörper 
Die Objektträger habe ich nach dem Auftauen 20 min bei Raumtemperatur getrocknet 
und 10 min in eiskaltem Aceton bei –20°C fixiert. Nach der Fixation trockneten die 
Objektträger 5 min an der Luft und anschließend wurden die einzelnen Schnitte mit 
einem Wachstift eingekreist. Dann habe ich die Proben 5 min in TBS gewaschen. Alle 
weiteren Schritte fanden in einer feuchten Kammer statt, um dem Austrocknen der 
Gewebeschnitte entgegenzuwirken. Bei jeder Färbung wurden zwei bis drei Positiv-
kontrollen sowie eine Negativkontrolle mitgeführt. Für jeden Antikörper standen zwei 
Objektträger je Bioptat zur Verfügung. Mit dem Ziel eine unspezifische Bindung der 
Antikörper zu vermeiden und damit die Hintergrundfärbung zu reduzieren, habe ich 
einen Rabbit Serum Block verwendet. Die Inkubation der Gewebeschnitte mit fünfpro-
zentigen Rabbit Serum (250µl Serum mit 5ml PBS verdünnt) erfolgt für 20 min bei 
Raumtemperatur. Durch mechanisches Abklopfen entfernte ich die Blockierungslö-
sung vom Objektträger Die Schnitte konnten nun von mir mit 100µl Primärantikörper 
1:50 in Antikörper Diluent inkubiert werden und wurden über Nacht bei 4°C gelagert. 
45 
 
Für die Markierung des gefäßendothelspezifischen transmembranösen Zell-Adhä-
sions-Moleküls CD31 habe ich in den Proben der Versuchsgruppe den monoklonalen 
unkonjugierten Anti-CD31-Antikörper vom Isotyp goat IgG1 genutzt. In den Kontroll-
gruppengruppen fand der Isotyp mouse IgG1 Verwendung. Um in den Bioptaten die 
perivaskulären glatten Muskelzellen anzufärben, wurde der monoklonale unkonju-
gierte mouse antihuman IgG α-SMA-Antikörper genutzt. Jeweils der oberste Gewebe-
schnitt dient als Negativkontrolle und wird nur mit Antikörper Diluent inkubiert. Am 
nächsten Tag habe ich die Schnitte 3x 5min mit TBS gewaschen. Die Inkubation mit 
100µl des 1:1000 in TBS verdünnten polyclonalen, biotinylierten rabbit anti-mouse 
bzw. anti-goat IgG Sekundärantikörpers dauerte bei Raumtemperatur 60 min. Die Ne-
gativkontrollen wurden mit TBS inkubiert. Nachfolgend habe ich die Schnitte 3x 5min 
in TBS gewaschen. Um den Sekundärantikörper sichtbar zu machen, fand das Dako 
LSAB-System mit dem HRP-Komplex (Horseraddish-Peroxidase-Komplex) in der Ver-
dünnung 1:1000 in TBS Verwendung. Die Peroxidase konjugierte Streptavidin Mole-
küle bildeten einen Komplex mit den biotinylierten Sekundärantikörpern. Auf jeden 
Schnitt habe ich 100µl gegeben. Der Dako HRP-Komplex inkubierte 30 min. Nachfol-
gend wurden die Schnitte nochmals 3x 5 min mit TBS gewaschen. Jetzt habe ich je 1 
Tropfen (oder 20μl) DAB-Chromogen in 1ml Substrat-Puffer zugeben und pro Gewe-
beschnitt 50µl appliziert. Die Horseraddish Peroxidase oxidierte das DAB-Chormogen, 
sodass es zu einer braunen Färbung des Zielantigens kam. Das Dako Liquid DAB mit 
Substrat Chromogen musste 2-10 min reagieren. Wenn sich unter dem Mikroskop eine 
ausreichende Färbung darstellte, konnten die Schnitte mit Leitungswasser abgespült 
werden. Die Gegenfärbung wurde mit Hämalaun (1:1 verdünnt mit A.d.) für 5 min vor-
genommen. Danach folgte das Bläuen unter Leitungswasser für weitere 5 min. Die 
Objektträger wurden nachmals 5 min mit A.d. gewaschen. Zuletzt habe ich die gefärb-
ten Gewebeschnitte mit Mounting Medium eingedeckt und ein Deckglas aufgelegt 
(siehe Anhang Versuchsprotokoll, S. 170). 
4.2.8 Mikroskopische und histomorphometrische Auswertung 
Anschließend wurden die Proben von mir mit einer 100-fachen Vergrößerung mikro-
skopiert und mittels der Softwear Anxiovision Rel. 4.5 (Carl Zeiss) digitale Bilder an-
gefertigt (Hochauflösende Mikroskopie Kamera Axio Cam HRc, Carl Zeiss Worldwide). 
Die Bilder habe ich nun mit der Softwear GSA Image Analyser ausgewertet. Dabei 
habe ich die Anzahl der Gefäße sowie die Gesamtfläche aller Gefäße im Gesichtsfeld 
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erfasst. Als ein Gefäß habe ich eine Braunfärbung von mindestens 10 Pixeln Größe 
definiert (Cross 2001, Brey et al. 2003). Das Vorhandensein von Erythrozyten und/ 
oder eines Lumens galt nicht als Kriterium. Die so gewonnen Daten habe ich in das 
Statistikprogramm IMB SPSS Statistics Version 19 übertragen.  
4.2.9 Statistik 
Die statistische Analyse erfolgte nach Beratung durch Herrn Dr. rar. nat. Mario Walther 
vom Institut für Medizinische Statistik, Informatik und Dokumentation (IMSID) der 
Friedrich-Schiller-Universität Jena und mittels SPSS 19.0 für Windows®. Zunächst 
wurde eine explorative Datenanalyse und eine deskriptive Statistik von mir durchge-
führt, um eine Übersicht über die Mittelwerte und Standardabweichungen der Gefäß-
anzahl und der Gefäßfläche in Bezug auf die unterschiedlichen Gruppen, Lokalisatio-
nen, Ligationszeitpunkte und Entnahmezeitpunkte zu erhalten. Statistische 
Untersuchungen auf Signifikanz erfolgten mittels einer Analyse der Varianz für Mess-
wiederholungen (ANOVA). Innerhalb der Varianzanalyse untersuchte ich ob mehrere 
unabhängige Gruppen sich bezüglich des Mittelwertes einer stetigen Zielvariable un-
terscheiden. Die Innersubjektfaktoren sind die unabhängigen Faktoren. Die Lumenan-
zahl oder die Gesamtgefäßfläche der Lumina wurden als Innersubjektfaktoren defi-
niert. Die Zwischensubjektfaktoren sind die abhängigen Faktoren. Die Lokalisation, die 
Gruppe, der Ligationszeitpunkt oder der Entnahmezeitpunkt wurden als Zwischensub-
jektfaktor definiert. Im paarweisen Vergleich auf der Basis des T-Tests werden alle 
möglichen Kombinationen der Inner- und Zwischensubjektfaktoren mit der Methode 
nach Bonferroni auf signifikante Unterschiede untersucht. Mit Hilfe dieser Methode 
kann die Alphafehler – Kumulierung neutralisiert werden. Die mittlere Differenz gibt 
den positiven oder negativen Einfluss der Faktoren wieder. Das Signifikanzniveau liegt 
bei fünf Prozent.  
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5.  Ergebnisse 
5.1  Immunhistochemische Untersuchung 
Für diese Arbeit wurden die Gefäße an Hand von Biopsien aus verschiedenen Anteilen 
des M. gracilis und der Haut oberhalb dieses Muskels untersucht. Ziel war es zu be-
weisen, dass die Injektion VEGF transfektierter Fibroblasten nach Ligation der Art. 
femoralis superficialis die Gefäßanzahl und die Gefäßfläche beeinflusst. In den nach 
Probenaufblockung erstellten Gefrierschnitten wurden vaskuläre Endothelzellen mit 
markierten Anti-CD31-Antikörpern detektiert. Mittels des intermembranösen Zell-Ad-
häsions-Moleküls CD31 wurden die Gesamtheit aller Gefäße erfasst. Perivaskuläre 
glatte Muskelzellen wurden mit Anti-α-SMA-Antikörpern angefärbt. Damit wurden alle 
muskulären Gefäße registriert. Der verwendete Farbstoff Diaminobenzidin wird durch 
die Perioxidasen des zweiten Antikörpers oxidiert und färbt sich braun. Die umgeben-
den quergestreiften Muskelzellen reagierten nicht positiv auf die Antikörper. Das peri-
vaskuläre Bindegewebe reagiert an einigen Stellen ebenfalls positiv, jedoch in einem 























Abb. 14 Gefrierschnitt M. gracilis der Kontrollgruppe (IHCF mit CD31) 
 
Die mikroskopischen Bilder des M. gracilis der Abb. 13/14 zeigen den typischen Auf-
bau quergestreifter skelettaler Muskulatur. Die Myocyten sind zum größten Teil im 
Querschnitt zu sehen. Randständig unter der Zellmembran sind die Zellkerne zu er-
kennen. Durch das Perimysium wird eine Gruppe von Muskelfasern zusammenge-
fasst. Zwischen den Bündeln von Muskelfasern verlaufen bindegewebige Septen mit 
Gefäßen. Die Myozyten wurden durch das Schneiden am Mikrotom z. T. stark geschä-
digt. Bei dem Vergleich der angefärbten, CD31 positiven Gefäße der Abb. 13/14 fällt 
bereits ein deutlicher Unterschied zwischen der Interventionsgruppe und der Kontroll-
gruppe auf. In den Abb. 15/16 sind die muskulären Gefäße der Haut oberhalb des M. 
gracilis dargestellt. Die mikroskopischen Bilder zeigen den typischen Aufbau der Haut. 
Die äußerste Schicht bildet das mehrschichtig verhornende Plattenepithel der Epider-
mis. Darauf folgen die Dermis mit ihrer bindegewebigen Struktur sowie ihrem Gefäß-
reichtum, und die Subkutis mit den Bindegewebs- und Fettzellen. Zahlreiche Hautan-
hangsgebilde wie Haarbälge und Talgdrüsen sind in den Schnitten der Haut zu 
erkennen. In beiden Geweben sind keine Veränderungen in der Architektur der Gefäße 
sowie des umgebenden Gewebes wahrnehmbar. Angiome oder andere Tumoren sind 




















Abb. 16 Gefrierschnitt Haut der Kontrollgruppe (IHCF mit α-SMA) 
In der Interventionsgruppe (Abb.15) sind deutlich mehr α-SMA positive Gefäße zu se-
hen, verglichen mit der Kontrollgruppe (Abb.16). Zur Quantifizierung dieser Unter-
schiede wurden die Anzahl der Gefäße sowie die von ihnen eingenommene Fläche 
bestimmt und mittels paarweisen Vergleichs statistisch ausgewertet. Das Signifikanz-
niveau ist auf einen Wert von p=0,05 festgelegt. 
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5.2  Statistische Auswertung 
5.2.1 Einfluss der Lokalisation 
Jeder Wistar-Ratte wurde eine Biopsie der Haut über dem M. gracilis entnommen, so-
wie Biopsien aus dem oberflächlichen, kaudalem und kranialem Anteilen des M. gra-
cilis. Die hieraus gefertigten immunhistochemischen Färbungen wurden hinsichtlich 
der Anzahl der Gefäßlumina sowie der Fläche, die von den Gefäßlumina eingenom-
men wird, mikroskopisch untersucht. Der untersuchte Ausschnitt hatte eine Fläche von 
147.403,2 µm². Dabei wurden zum einen mit Hilfe des CD31 Antikörpers alle Gefäße 
und zum anderen mit Hilfe des α-SMA Antikörpers die muskulären Gefäße betrachtet.  
In den Biopsien der Haut konnten 382 CD31 positiven Gefäßlumina gezählt werden, 
die eine Fläche von 4735,1 µm² einnehmen. In den Biopsien des oberflächlichen, kau-
dalen sowie kranialen Anteils des M. gracilis wurden mit 251, 226 und 236 CD31 po-
sitiven Lumina ein Drittel weniger Gefäße registriert als in der Lokalisation Haut. Die 
verschiedenen Anteile des Muskels differieren jedoch kaum in ihrer Lumenanzahl 
(siehe Tab.1). 
 
Tab. 1  MW und SD der Lumenanzahl nach Lokalisation (IHCF mit CD31) 
Lokalisation Mittelwert Standardabweichung 
Haut 382 309 
Oberflächlicher Muskelanteil 251 171 
Kaudaler Muskelanteil 226 179 
Kranialer Muskelanteil 236 154 
 
Der paarweise Vergleich bestätigt, dass in der Haut signifikant mehr Gefäße vorhan-
den sind als in den Lokalisationen oberflächlicher Muskelanteil (p≤0,0001), kaudaler 
Muskelanteil (p≤0,0001) sowie kranialer Muskelanteil (p≤0,0001). Zwischen den ein-






Tab. 2  Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl nach Lokalisation bei Anpassung für 
Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 





Haut Oberflächlicher Muskelanteil 130 24 ≤0,0001 
 Kaudaler Muskelanteil 156 28 ≤0,0001 
 Kranialer Muskelanteil 146 28 ≤0,0001 
Oberflächlicher Muskelanteil Kaudaler Muskelanteil 26 18 0,96 
 Kranialer Muskelanteil 16 17 1 
Kaudaler Muskelanteil Kranialer Muskelanteil -10 19 1 
 
Die Gefäßfläche aller Gefäße, die durch den CD31 Antikörper angefärbt wurden, hal-
biert sich im Vergleich zur Haut (4735,1 µm²) in den Lokalisationen oberflächlicher 
Muskelanteil (2593,5 µm²), kaudaler Muskelanteil (2289,6 µm²) und kranialer Mus-
kelanteil (2533,6 µm²). Die einzelnen Muskelanteile nehmen nahezu die gleiche Flä-
che ein (siehe Tab. 3). 
 
Tab. 3  MW und SD der Lumenfläche in µm² nach Lokalisation  (IHCF mit CD31) 
Lokalisation Mittelwert Standardabweichung 
Haut 4735,1 3860 
Oberflächlicher Muskelanteil 2593,5 2723,6 
Kaudaler Muskelanteil 2289,6 2378 
Kranialer Muskelanteil 2533,6 3248 
 
In dem statistische Test konnte berechnet werden, dass keinen signifikanten Unter-
schied zwischen den Muskelanteilen des M. gracilis besteht. In der Haut hingegen 
nehmen die CD31 positiven Gefäßlumina signifikant mehr Fläche ein als in den ande-






Tab. 4  Paarweiser Vergleich der Lumenfläche nach Lokalisation in µm² bei Anpassung 
für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 





Haut Oberflächlicher Muskelanteil 2159,6 293,6 ≤0,0001 
 Kaudaler Muskelanteil 2463,5 277,1 ≤0,0001 
 Kranialer Muskelanteil 2219,6 320 ≤0,0001 
Oberflächlicher Muskelanteil Kaudaler Muskelanteil 303,9 213,2 0,94 
 Kranialer Muskelanteil 60 273,6 1 
Kaudaler Muskelanteil Kranialer Muskelanteil -244 282 1 
 
 
Die muskulären Gefäße in der Haut beziffern sich auf 362 Lumina mit einer Fläche von 
5229,2 µm². Dies sind circa 50-mal mehr α-SMA positive Lumina als in den Lokalisati-
onen oberflächlicher (68), kaudaler (61) und kranialer (60) Anteil des M. gracilis. Im 
Gegensatz dazu sind in den Anteilen des M. gracilis die Gefäßflächen fast gleich groß 
(siehe Tab.5).  
Tab. 5  MW und SD der Lumenanzahl nach Lokalisation (IHCF mit α-SMA) 
Lokalisation Mittelwert Standardabweichung 
Haut 305 164 
Oberflächlicher Muskelanteil 67 53 
Kaudaler Muskelanteil 56 37 
Kranialer Muskelanteil 60 46 
 
 
Die Haut hat signifikant mehr α-SMA positive Gefäßlumina als die Anteile des M. gra-
cilis (p≤0,0001), was der paarweise Vergleich verifiziert. Signifikanzen im Vergleich der 
Anzahl muskulärer Gefäße zwischen den verschiedenen Muskelanteilen können nicht 






Tab. 6  Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl nach Lokalisation bei Anpassung für 
Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 





Haut Oberflächlicher Muskelanteil 238 16 ≤0,0001 
 Kaudaler Muskelanteil 250 16 ≤0,0001 
 Kranialer Muskelanteil 245 16 ≤0,0001 
Oberflächlicher Muskelanteil Kaudaler Muskelanteil 11 5 0,23 
 Kranialer Muskelanteil 7 6 1 
Kaudaler Muskelanteil Kranialer Muskelanteil -5 5 1 
 
 
Die von den muskulären Gefäßen eingenommene Fläche ist mit 2391,1 µm² im ober-
flächlichen Muskelanteil, 1767,3 µm² im kaudalen und 2019,6 µm² im kranialen Mus-
kelanteil ungefähr halb so groß im Vergleich zu der Haut oberhalb des M. gracilis 
(5229,2 µm²). Der kaudale Muskelanteil beansprucht weniger Lumenfläche als der 
Oberflächliche. Der kraniale Teil des M. gracilis liegt mit seinem Mittelwert zwischen 
den beiden anderen Anteilen des Muskels (siehe Tab.7). 
Tab. 7  MW und SD der Lumenfläche in µm² (HCF mit α-SMA) 
Lokalisation Mittelwert Standardabweichung 
Haut 5229,2 3420,8 
Oberflächlicher Muskelanteil 2391,1 2607,9 
Kaudaler Muskelanteil 1767,3 1465,5 
Kranialer Muskelanteil 2019,6 1806 
 
 
Der statistische Test zeigt hier in gleicher Weise, dass in der Haut signifikant mehr 
Fläche von den muskulären Gefäßen eingenommen wird als im oberflächlichen, kau-
dalen und kranialen Muskelanteil (p≤0,0001). Die unterschiedlichen Anteile des M. gra-





Tab. 8  Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² nach Lokalisation bei Anpassung 
für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 





Haut Oberflächlicher Muskelanteil 2838,2 340,6 ≤0,0001 
 Kaudaler Muskelanteil 3461,9 318 ≤0,0001 
 Kranialer Muskelanteil 3209,6 308,9 ≤0,0001 
Oberflächlicher Muskelanteil Kaudaler Muskelanteil 623,7 244,4 0,073 
 Kranialer Muskelanteil 371,4 216,6 0,54 
Kaudaler Muskelanteil Kranialer Muskelanteil -252,3 143 0,49 
 
 
Zusammenfassend bringen die Signifikanztests den Beweis, dass in der Haut signifi-
kant mehr Gefäße, bezogen auf die immunhistochemischen Färbungen mit Anti-CD31 
und Anti-α-SMA-Antikörpern, vorhanden sind als in allen anderen untersuchten Loka-
lisationen. Die Abb. 17 stellt exemplarisch die Anzahl der Lumina α-SMA positiver Ge-
fäße in den verschiedenen Lokalisationen grafisch dar. Die signifikant höheren Werte 
in der Lokalisation Haut fallen auf. Zwischen den verschiedenen Anteilen des M. gra-
cilis bestehen keine signifikanten Unterschiede. Im gleichen Maße nehmen die CD31 














































Abb. 17 MW, SD und p-Wert der Lumenanzahl nach Lokalisation (IHCF mit α-SMA) 
Im Folgenden habe ich die Anzahl und Fläche der Gefäßlumina für die verschiedenen 
Lokalisationen getrennt nach Versuchsgruppen untersucht. Die statistischen Signifi-
kanztests für die Färbung mit α-SMA Antikörpern resultierten für alle Versuchsgruppen 
in den gleichen Ergebnissen (siehe Anhang, S. 155-160). Die CD31 positiven Gefäße 
zeigten hinsichtlich der Lokalisationen in der Interventionsgruppe ein analoges Ver-
hältnis (siehe Anhang, S. 141). In den Kontrollgruppen zeigte sich in Bezug auf die 
Fläche CD31 positiver Gefäße ebenfalls signifikant größere Mittelwerte für die Lokali-
sation Haut gegenüber den Anteilen des M. gracilis, die untereinander kaum differie-
ren. Die Lumenanzahl hingegen zeigt keine signifikanten Unterschiede zwischen allen 
Lokalisationen, mit Ausnahme des Vergleichs der Haut mit dem oberflächlichen Anteil 
in der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten (siehe Anhang, S. 142-145). 
Somit hat die Injektion der VEGF transfektierten Fibroblasten eine deutlichere Steige-
rung der Anzahl CD31 positiver Gefäße in der Haut gegenüber den Anteilen des M. 
gracilis bewirkt. Da zwischen dem oberflächlichen, kaudalen und kranialen Muskelan-
teilen nachweislich keine signifikanten Unterschiede bestehen, habe ich diese zu der 
Lokalisation Musculus gracilis zusammengefasst. Im Folgenden eruiere ich getrennt 
56 
 
für Haut und Muskel in welcher Art und Weise sich die einzelnen Untersuchungsgrup-
pen verhalten und vergleiche die Ergebnisse der zwei immunhistochemischen Färbun-
gen. 
 
5.2.2 Vergleich der Untersuchungsgruppen 
5.2.2.1 Ergebnisse zur Lokalisation Haut 
Die drei Versuchsgruppen umfassen je 60 Tiere. In der Interventionsgruppe wurden 
den Wistar-Ratten 107 Fibroblasten, welche zuvor aus den Mukosabioptaten der Tiere 
isoliert und mit einem konstitutiv exprimierenden VEGF164-Plasmid transfektieren wur-
den, in die Region des unilateralen M. gracilis injiziert. Die gleiche Anzahl an Fibroblas-
ten, die ebenfalls aus den Mukosabioptaten gewonnen, allerdings nicht transfektiert 
wurden, injizierten wir in der ersten Kontrollgruppe in die Region des kontralateralen 
M. gracilis. Denselben Wistar-Ratten wurde in die Region des unilateralen M. gracilis 
PBS injiziert.  
Die untersuchten Bioptate wurden von der Haut oberhalb des M. gracilis entnommen. 
Die Betrachtung der Mittelwerte der Anzahl CD31 positiver Gefäße in der Haut ergibt 
in der Interventionsgruppe mit 751 Lumina rund fünf-mal mehr Lumina als in der Kon-
trollgruppe mit PBS (168 Lumina) und rund drei-mal mehr Lumina in der Kontrollgruppe 
mit nicht transfektierten Fibroblasten (258 Lumina). Zwischen den Kontrollgruppen be-
steht ein Unterschied von rund 100 Gefäßen (siehe Tab. 9).  
Tab. 9  MW und SD der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut nach Versuchsgruppen 
(IHCF mit CD31) 
Gruppe Mittelwert Standardabweichung 
Interventionsgruppe 751 283 
Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 
258 132 






Die folgende Analyse durch den paarweisen Vergleich ergibt mit einer Signifikanz von 
p≤0,0001 einen Vorteil der Interventionsgruppe gegenüber der Kontrollgruppe mit PBS 
und der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten. Während zwischen den 
beiden Kontrollgruppen keine signifikanten Unterscheide zu erkennen sind (siehe 
Tab.10). In der Abb. 18 sind diese Daten in einem Diagramm aufgetragen. Die signifi-
kant höhere Anzahl von CD31 positiven Gefäßlumina in der Interventionsgruppe ist 
deutlich sichtbar. 
Tab. 10 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut nach Ver-












Abb. 18 MW, SD und p-Wert der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut nach Versuchs-
gruppen (IHCF mit CD31) 





Interventionsgruppe Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 
583 43 ≤0,0001 
Interventionsgruppe Kontrollgruppe mit PBS 493 43 ≤0,0001 
Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 





















Bei der Betrachtung der muskulären Gefäße fällt auf, dass sich die Anzahl der Lumina 
in der Kontrollgruppe mit PBS (247) und in der Kontrollgruppe mit den nicht transfek-
tierten Fibroblasten (279) kaum unterscheiden. In der Interventionsgruppe findet man 
mit 399 α-SMA positiven Gefäßen deutlich mehr Lumina als in den beiden anderen 
Versuchsgruppen (siehe Tab. 11). 
Tab. 11 MW und SD der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut nach Versuchsgruppen 
(IHCF mit α-SMA) 
Gruppe Mittelwert Standardabweichung 
Interventionsgruppe 399 243 
Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 
279 64 




Somit konnte auch im statistischen Test kein signifikanter Unterschied zwischen der 
Kontrollgruppe mit PBS und der Kontrollgruppe mit den nicht transfektierten Fibroblas-
ten (p=1) gezeigt werden. Im Vergleich zu der Interventionsgruppe weisen sowohl die 
Kontrollgruppe mit PBS (p≤0,0001) als auch die Kontrollgruppe mit nicht transfektier-
ten Fibroblasten (p=0,005) signifikant weniger muskuläre Gefäße auf (siehe Tab.12). 
In der Abb. 19 sind die Ergebnisse nochmals visuell aufgearbeitet. 
Tab. 12 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut nach Ver-
suchsgruppen bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-
SMA) 





Interventionsgruppe Kontrollgruppe mit nicht trans-
fektierten Fibroblasten 
120 37 0,005 
Interventionsgruppe Kontrollgruppe mit PBS 152 37 ≤0,0001 
Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 


















Abb. 19 MW, SD und p-Wert der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut nach Versuchs-
gruppen (IHCF mit α-SMA) 
Die von den Gefäßen eingenommene Fläche, bezogen auf die immunhistochemische 
Färbung mit Anti-CD31-Antikörpern, ist in der Interventionsgruppe mit 9526,5 µm² um 
ein dreifaches größer als in der Kontrollgruppe mit PBS (3179,8 µm²) und um ein fünf-
faches größer als in der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten (1950,9 
µm²). Die Kontrollgruppen differieren mit einer Fläche von 1228,9 µm² um etwa ein 
Drittel (siehe Tab. 13). 
Tab. 13 MW und SD der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut nach Versuchs-
gruppen (IHCF mit CD31) 
Gruppe Mittelwert Standardabweichung 
Interventionsgruppe 9526,5 3029 
Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 
1950,9 1059,2 

























Wie das Diagramm der Abb. 20 verdeutlicht, bestätigen die Ergebnisse des paarwei-
sen Vergleichs, dass in der Interventionsgruppe eine signifikant größere Fläche durch 
die CD31 positiven Gefäße eingenommen wird als in den beiden Kontrollgruppen 
(p≤0,0001). In der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten wird signifikant 
weniger Fläche durch die Lumina eingenommen als durch die Lumina der Kontroll-
gruppe mit PBS (p=0,04) (siehe Tab. 14). 
Tab. 14 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut nach 
Versuchsgruppen bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit 
CD31) 





Interventionsgruppe Kontrollgruppe mit nicht trans-
fektierten Fibroblasten 
7575,7 492,4 ≤0,0001 
Interventionsgruppe Kontrollgruppe mit PBS 6346,7 492,4 ≤0,0001 
Kontrollgruppe mit nicht trans-
fektierten Fibroblasten 















Abb. 20 MW, SD und p-Wert der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut nach 


























Bereits in der deskriptiven Statistik wird deutlich, dass in der Interventionsgruppe 
(8072,1 µm²) im Vergleich zu den beiden Kontrollgruppen (Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 3897,6 µm², Kontrollgruppe mit PBS 3954,8 µm²) die Mit-
telwerte für die Gefäßfläche, die von den muskulären Lumina eingenommen wird, dop-
pelt so hoch sind. Die muskulären Gefäße der Kontrollgruppen beanspruchen nahezu 
die gleiche Fläche (siehe Tab.15). 
Tab. 15 MW und SD der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut nach Versuchs-
gruppen (IHCF mit α-SMA) 
Gruppe Mittelwert Standardabweichung 
Interventionsgruppe 8072,1 3975,3 
Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 
3954,8 2085,2 
Kontrollgruppe mit PBS 3897,6 2204,8 
 
Während die Kontrollgruppen untereinander im paarweisen Vergleich nicht signifikant 
unterschiedlich sind, zeigt sich eine deutliche Signifikanz von p≤0,0001 im Vergleich 
der Kontrollgruppen mit der Interventionsgruppe (siehe Tab. 16). Die Abb. 21 zeigt die 
signifikant höheren Werte der Interventionsgruppe. 
Tab. 16 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut nach 
Versuchsgruppen bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit 
α-SMA) 





Interventionsgruppe Kontrollgruppe mit nicht trans-
fektierten Fibroblasten 
4117,3 686,7 ≤0,0001 
Interventionsgruppe Kontrollgruppe mit PBS 4174,6 686,7 ≤0,0001 
Kontrollgruppe mit nicht trans-
fektierten Fibroblasten 



















Abb. 21 MW, SD und p-Wert der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut nach 
Versuchsgruppen (IHCF mit α-SMA) 
 
Für die immunhistochemischen Färbungen mit Anti-CD31 und Anti-α-SMA-Antikörpern 
lässt sich zusammenfassend sagen, dass die VEGF164 transfektierten Fibroblasten in 
den Bioptaten der Haut einen positiven Einfluss auf die Gefäßneubildung haben. Im 
gleichen Maße in dem die Lumenanzahl CD31 positiver Gefäße durch den Angioge-
nesefaktor VEGF um ein fünffaches steigt, nimmt die Anzahl an Gefäßen mit glatter 
Muskulatur, also den α-SMA positiven Gefäßen, um circa ein Drittel zu. In Bezug auf 
die Fläche, die von den Gefäßen eingenommen wird, wurden sowohl für CD31 positive 
Gefäße als auch für α-SMA positive Gefäße in den Kontrollgruppen signifikant gerin-
gere Werte registriert als in der Interventionsgruppe. Wobei die Lumenfläche durch 
den Wachstumsfaktor für die immunhistochemische Färbung mit Anti-CD31-Antikör-
pern um das Vierfache gesteigert wurde und für die immunhistochemische Färbung 
mit Anti-α-SMA-Antikörpern um das Zweifache gesteigert wurde. Die Schlussfolgerung 
hieraus lautet, dass durch die Stimulation mit VEGF164 im größeren Ausmaß die Anzahl 
und Fläche kleiner Gefäße und Kapillaren in der Haut steigt. Gefäße, die mit glatten 
Muskelzellen ummantelt sind, wachsen dagegen hauptsächlich in ihrer Fläche, weni-


























mit und ohne perivaskultären glatten Muskelzellen durch die konstitutive Expression 
des VEGF164-Plasmids verändert wurde (Kontrollgruppe mit PBS Verhältnis α-
SMA:CD31 3:2, Interventionsgruppe Verhältnis α-SMA:CD31 1:2). Die Abb. 22 stellt 
die Mittelwerte der Lumenanzahl für die zwei immunhistochemischen Färbungen in 
Bezug auf die Interventionsgruppe und die Kontrollgruppe mit PBS gegenüber. Das 
Diagramm verdeutlicht den veränderten Anteil muskulärer Gefäße.  
 
Abb. 22 MW und SD der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut innerhalb der Interven-
tions- und Kontrollgruppe mit PBS (IHCF mit α-SMA und CD31) 
Bei der Betrachtung der Lumenfläche zeigt sich ein ähnliches Bild. In der Kontroll-
gruppe mit PBS wird von den muskulären Gefäßen etwas mehr Fläche eingenommen 
als von den CD31 positiven Gefäßen (Verhältnis α-SMA:CD31 1,2:1). In der Interven-
tionsgruppe dreht sich dieses Verhältnis um. CD31 positive Gefäße beanspruchen et-
was mehr Fläche für sich als α-SMA positive Gefäße (Verhältnis α-SMA:CD31 1:1,2). 



































Abb. 23 MW und SD der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut innerhalb der 
Interventions- und Kontrollgruppe mit PBS (IHCF mit α-SMA und CD31) 
 
5.2.2.2 Ergebnisse zur Lokalisation M. gracilis 
Das Untersuchungsmaterial entstammt dem oberflächlichem, kaudalem und kranialem 
Anteilen des M. gracilis. Die im M. gracilis betrachteten CD31 positiven Gefäße sind in 
der Interventionsgruppe (357) in circa doppelt so großer Anzahl zu finden, verglichen 
mit den Kontrollgruppen (Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten 201, 
Kontrollgruppe mit PBS 175). Die Kontrollgruppen differieren in ihrer Lumenanzahl nur 
unwesentlich voneinander (siehe Tab. 17). 
Tab. 17 MW und SD der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis nach Versuchs-
gruppen (IHCF mit CD31) 
Gruppe Mittelwert Standardabweichung 
Interventionsgruppe 357 127 
Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 
201 115 

























Der statistische Test verdeutlicht den signifikanten Unterschied zwischen der Interven-
tionsgruppe und der Kontrollgruppe mit PBS (p≤0,0001) sowie zwischen der Interven-
tionsgruppe und der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten (p≤0,0001). 
Die Kontrollgruppen untereinander weisen keine signifikante Differenz auf (siehe 
Tab.18). In der Abb. 24 sind die Daten visuell aufgearbeitet. 
Tab. 18 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis nach Ver-
suchsgruppen bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit 
CD31) 






Interventionsgruppe Kontrollgruppe mit 
nicht transfektierten 
Fibroblasten 
181 25 ≤0,0001 
Interventionsgruppe Kontrollgruppe mit 
PBS 
156 25 ≤0,0001 




26 25 1 
Abb. 24 MW, SD und p-Wert der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis innerhalb 
der Interventions- und Kontrollgruppen (mit nicht transfektierten Fibroblasten 





















Betrachtet man die Anzahl α-SMA positiver Gefäße im M. gracilis, findet man in der 
Interventionsgruppe (88 Lumina) circa ein Drittel mehr Gefäße als in der Kontroll-
gruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten (67 Lumina). Aber auch doppelt so viele 
Gefäßlumina im Vergleich zur Kontrollgruppe mit PBS (37 Lumina). In der Kontroll-
gruppen mit nicht transfektierten Fibroblasten sind wiederum im Mittel zweimal mehr 
Lumina detektiert wurden als in der Kontrollgruppe mit PBS (siehe Tab. 19). 
Tab. 19 MW und SD der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis nach Versuchs-
gruppen (IHCF mit α-SMA) 
Gruppe Mittelwert Standardabweichung 
Interventionsgruppe 88 43 
Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 
67 30 
Kontrollgruppe mit PBS 37 17 
 
 
Der paarweise Vergleich stellte eine Signifikanz zwischen der Interventionsgruppe und 
der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten (p=0.02) sowie zwischen der 
Interventionsgruppe und der Kontrollgruppe mit PBS (p≤0,0001) fest. Im Vergleich der 
Kontrollgruppe mit PBS und der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten 
besteht ebenfalls ein signifikanter Unterschied mit p≤0,0001, wie auch das Diagramm 
der Abb. 25 bestätigend darlegt (siehe Tab. 20). 
Tab. 20 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis nach Ver-
suchsgruppen bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-
SMA) 





Interventionsgruppe Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 
21 8 0,02 
Interventionsgruppe Kontrollgruppe mit PBS 51 8 ≤0,0001 
Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 




















Abb. 25 MW, SD und p-Wert der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis innerhalb 
der Interventions- und Kontrollgruppen (mit nicht transfektierten Fibroblasten 
sowie mit PBS) (IHCF mit α-SMA) 
 
In Bezug auf den Parameter Lumenfläche nehmen CD31 positive Gefäße in der Inter-
ventionsgruppe (5627,6 µm²) circa fünfmal mehr Fläche ein als in den beiden Kontroll-
gruppen (Kontrollgruppe mit PBS 1271,5 µm², Kontrollgruppe mit nicht transfektierten 
Fibroblasten 997,4 µm²). Die Kontrollgruppen unterscheiden sich mit 274,1 µm² nur 
geringfügig voneinander (siehe Tab. 21). 
Tab. 21 MW und SD der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis nach Ver-
suchsgruppen (IHCF mit CD31) 
Gruppe Mittelwert Standardabweichung 
Interventionsgruppe 5627,6 2262 
Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 
997,4 548,5 
























Der paarweise Vergleich verifiziert, dass mit einer Signifikanz von p≤0,0001 die Fläche 
der CD31 positiven Lumina in der Interventionsgruppe größer ist als in den beiden 
Kontrollgruppen, was auch im Diagramm der Abb. 26 dargestellt wird. Im Vergleich der 
Kontrollgruppen konnte keine signifikante Differenz berechnet werden (siehe Tab. 22). 
Tab. 22 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis 
nach Versuchsgruppen bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF 
mit CD31) 





Interventionsgruppe Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 
4630,3 323,8 ≤0,0001 
Interventionsgruppe Kontrollgruppe mit PBS 4356,2 323,8 ≤0,0001 
Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 
















Abb. 26 MW, SD und p-Wert der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis in-
nerhalb der Interventions- und Kontrollgruppen (mit nicht transfektierten Fib-



























Ähnliches gilt für die α-SMA positiven Gefäße. In der Kontrollgruppe mit PBS (1118,5 
µm²) und in der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten (1443 µm²) neh-
men die muskulären Lumina ungefähr vier-mal weniger Fläche ein als in der Interven-
tionsgruppe (4245,9 µm²). Zwischen den Kontrollgruppen besteht eine unbedeutende 
Differenz (siehe Tab. 23). 
Tab. 23 MW und SD der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis nach Ver-
suchsgruppen (IHCF mit α-SMA) 
Gruppe Mittelwert Standardabweichung 
Interventionsgruppe 4245,9 2747,2 
Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 
1118,2 593,2 
Kontrollgruppe mit PBS 1443 455,6 
 
 
Dies bestätigt sich auch im statistischen Test. Wie die Abb. 27 zeigt, beträgt die Sig-
nifikanz im Vergleich der Interventionsgruppe zu der Kontrollgruppe mit PBS und zu 
der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten p≤0,0001. Zwischen den bei-
den Kontrollgruppen besteht kein signifikanter Unterschied (siehe Tab. 24). 
Tab. 24 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis 
nach Versuchsgruppen bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF 
mit α-SMA) 





Interventionsgruppe Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 
2802,9 387,5 ≤0,0001 
Interventionsgruppe Kontrollgruppe mit PBS 3127,4 387,5 ≤0,0001 
Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten 


















Abb. 27 MW, SD und p-Wert der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis in-
nerhalb der Interventions- und Kontrollgruppen (mit nicht transfektierten Fib-
roblasten sowie mit PBS) (IHCF mit α-SMA) 
 
In Zusammenschau der erhobenen Daten für den M. gracilis ist von einem deutlichen 
Effekt der VEGF164-Plasmide in den injizierten transfektierten Fibroblasten auszuge-
hen. Betrachtet man die absoluten Werte für die immunhistochemischen Färbungen 
mit Anti-CD31-Antikörpern ist die Lumenanzahl durch die VEGF-Stimulation in der In-
terventionsgruppe zwei Mal so hoch im Vergleich zur den beiden Kontrollgruppe. Auf 
die Anzahl von Lumina mit perivaskulären glatten Muskelzellen hat das potente Mito-
gen VEGF den gleichen Effekt. Die Kontrollgruppe mit PBS hat die Hälfte der Gefäß-
lumina mit perivaskulären Muskelzellen der Interventionsgruppe vorzuweisen. Die 
VEGF transfektierten Fibroblasten haben auch einen signifikanten Einfluss in Bezug 
auf die Lumenfläche. Die Fläche CD31 positiver Gefäße konnte auf das Fünffache 
gesteigert werden. Die Fläche α-SMA positiver Gefäße konnte durch den konstitutiv 
exprimierenden VEGF164-Plasmid um das Vierfache gesteigert werden. Resümierend 
betrachtet, steigt im Muskel die Anzahl und die Fläche der Kapillaren und kleinen Ge-
fäße durch die Manipulation mit VEGF transfektierten Fibroblasten. Im gleichen Maße 
wie die Anzahl und die Fläche der muskulären Gefäße. Im M. gracilis sind knapp ein 


























ausgestattet (Verhältnis α-SMA:CD31 1:5). Wie das Diagramm der Abb. 28 verdeut-
licht, ist das Verhältnis der muskulären Gefäße zu allen Gefäßen für alle Untersu-
chungsgruppen gleich und wird somit im Muskel durch den Einfluss der VEGF trans-














Abb. 28 MW und SD der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis innerhalb der In-
terventions- und Kontrollgruppe mit PBS (IHCF mit α-SMA und CD31) 
 
Auch das Verhältnis der Fläche α-SMA positiver Gefäße zu der Fläche CD31 positiver 
Gefäße wird durch die Manipulation mit den transfektierten Fibroblasten nur minimal 
von 1:1 in der Kontrollgruppe mit PBS auf 1:1,3 in der Interventionsgruppe verschoben. 




































Abb. 29 MW und SD der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis innerhalb 
der Interventions- und Kontrollgruppe mit PBS (IHCF mit α-SMA und CD31) 
 
Im Vergleich der Ergebnisse der Haut und des Muskels fällt auf, dass in der Haut mehr 
muskuläre Gefäße vorkommen als im Musculus gracilis. Während in der Haut die An-
zahl der α-SMA positiven Gefäße ungefähr mit der Anzahl der übereinstimmt, findet 
man im Muskel ein Fünftel weniger α-SMA positive Gefäße als CD31 positiven Gefäße. 
Bezogen auf die Gefäßfläche sind sich Muskel und Haut ähnlich. CD31 positive Ge-
fäße nehmen durch die Manipulation mit VEGF transfektierten Fibroblasten etwas 
mehr Fläche ein als α-SMA positive Gefäße. Gleichzeitig scheint das Mitogen VEGF 
in der Haut das Wachstum von Kapillaren und kleinen Gefäße stärker anzuregen als 
im Muskel. Das Wachstum muskulärer Gefäße wurde hingegen durch den Wachs-





























5.2.3 Vergleich der Ligationszeitpunkte 
5.2.3.1 Ergebnisse zur Lokalisation Haut  
Nach Injektion der 107 VEGF164 transfektierten Fibroblasten in die Region des M. gra-
cilis erfolgte die Unterbindung der Art. femoralis superficialis bei je 20 Wistar-Ratten 
simultan mit der Injektion oder eine Woche bzw. zwei Wochen danach. In die folgende 
statistische Auswertung sind nur Tiere der Interventionsgruppe einbezogen.  
In der Haut der Wistar Ratten findet man in der Konstellation simultane Injektion und 
Ligation die meisten CD31 positiven Gefäße (822) und diese nehmen auch die größte 
Fläche ein (9983,1 µm², siehe Tab. 25). Die Abb. 30 gibt die Anzahl der CD31 positiven 
Gefäßlumina zu den verschiedenen Ligationszeitpunkten für die Bioptate der Haut wie-
der. 
Tab. 25 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut 




Lumenanzahl simultan 822 367 
1 Woche 674 124 
2 Wochen 760 311 
Lumenfläche in 
µm² 
simultan 9983,1 3210 
1 Woche 9314,5 2590,1 

























Abb. 30 MW, SD und p-Wert der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut innerhalb der 
Interventionsgruppe nach Ligationszeitpunkten (IHCF mit CD31) 
 
In den paarweisen Vergleichen Ligationszeitpunkte konnten keine Signifikanzen für die 
Gefäßanzahl oder Gefäßfläche CD31 positiver Lumina gefunden werden (siehe Tab. 
26, 27). 
Tab. 26 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut innerhalb der 
Interventionsgruppe nach Ligationszeitpunkten bei Anpassung für Mehrfachver-
gleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche 148 116 0,63 
simultan 2 Wochen 62 125 1 

























Tab. 27 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut inner-
halb der Interventionsgruppe nach Ligationszeitpunkten bei Anpassung für 
Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche 668,5 1268,4 1 
simultan 2 Wochen 782,6 1370,1 1 
1 Woche 2 Wochen 114,1 1370,1 1 
 
 
Bei der Betrachtung der muskulären Gefäße ist die Lumenanzahl in der Versuchsan-
ordnung zwei Wochen zwischen Injektion und Ligation am höchsten (457) während die 
Lumenfläche in der Gruppe eine Woche zwischen Injektion und Ligation am größten 
ist (9262 µm², siehe Tab. 28). 
Tab. 28 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut 




Lumenanzahl simultan 307 148 
1 Woche 446 207 
2 Wochen 457 356 
Lumenfläche in 
µm² 
simultan 7735,7 4032 
1 Woche 9262 3994,3 
2 Wochen 6934,2 3894,9 
 
 
Eine Signifikanz wurde in den statistischen Tests für die Lumenanzahl und Lumenflä-
che zwischen den unterschiedlichen Zeitpunkten der Ligation der Art. femoralis super-
ficialis und Injektion der VEGF transfektierten Fibroblasten nicht festgestellt (siehe 






Tab. 29 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut innerhalb der 
Interventionsgruppe nach Ligationszeitpunkten bei Anpassung für Mehrfachver-
gleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche -139 98 0,5 
simultan 2 Wochen -150 106 0,5 
1 Woche 2 Wochen -11 106 1 
 
 
Tab. 30 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut inner-
halb der Interventionsgruppe nach Ligationszeitpunkten bei Anpassung für 
Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche -1526,3 1625,3 1 
simultan 2 Wochen 801,5 1755,9 1 
1 Woche 2 Wochen 2327,8 1755,9 0,59 
 
5.2.3.2 Ergebnisse zur Lokalisation Muskel 
Die Gefäße im M. gracilis sind in der immunhistochemischen Färbung mit CD31 Anti-
körpern zum Ligationszeitpunkt simultane Ligation und Injektion in der höchsten An-
zahl vertreten. Die Lumenfläche ist ebenfalls für die gleichzeitige Injektion und Ligation 
mit 6062,9 µm² am größten (siehe Tab. 31). 
Tab. 31 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. 





Lumenanzahl simultan 396 144 
1 Woche 331 96 
2 Wochen 342 140 
Lumenfläche in 
µm² 
simultan 6062,9 2322,1 
1 Woche 4977,7 2077 




Die Anzahl und Fläche der Lumina zeigen keine signifikanten Unterschiede im paar-
weisen Vergleich der verschiedenen Ligationszeitpunkte (siehe Tab. 32, 33). 
Tab. 32 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis innerhalb 
der Interventionsgruppe nach Ligationszeitpunkten bei Anpassung für Mehr-
fachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche 65 52 0,7 
simultan 2 Wochen 54 52 0,9 
1 Woche 2 Wochen -11 52 1 
 
Tab. 33 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis 
innerhalb der Interventionsgruppe nach Ligationszeitpunkten bei Anpassung für 
Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche 1085,2 929,8 0,8 
simultan 2 Wochen 220,6 929,8 1 
1 Woche 2 Wochen -864,7 929,8 1 
 
Für die immunhistochemische Färbung mit α-SMA findet man die größten Mittelwerte 
für die Gefäßanzahl (111 Lumina) und -fläche (5469,1 µm²) in der Konstellation Liga-
tion der Art. femoralis superficialis zwei Wochen nach Injektion der transfektierten Fib-
roblasten (siehe Tab. 34). Das Diagramm der Abb. 31 visualisiert die Lumenfläche α-
SMA positiver Gefäße zu den unterschiedlichen Ligationszeitpunkten für die Lokalisa-
tion M. gracilis. 
Tab. 34 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. 





Lumenanzahl simultan 80 36 
1 Woche 75 34 
2 Wochen 111 51 
Lumenfläche in 
µm² 
simultan 3855,3 1986 
1 Woche 3413,3 1821,3 
2 Wochen 5469,1 3767,9 
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Abb. 31 MW, SD und p-Wert der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis in-
nerhalb der Interventionsgruppe nach Ligationszeitpunkten (IHCF mit α-SMA) 
 
In Kongruenz zu den vorherigen statistischen Tests konnten auch hier keine signifi-
kanten Unterschiede zwischen den Ligationszeitpunkten für die Parameter Lumenan-
zahl und -fläche gefunden werden (siehe Tab. 35, 36). 
Tab. 35 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis innerhalb 
der Interventionsgruppe nach Ligationszeitpunkten bei Anpassung für Mehr-
fachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche 5 17 1 
simultan 2 Wochen -31 17 0,23 
































Tab. 36 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis 
innerhalb der Interventionsgruppe nach Ligationszeitpunkten bei Anpassung für 
Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche 442 1,8 1 
simultan 2 Wochen -1613,9 1,9 0,5 
1 Woche 2 Wochen -2055,9 1,9 0,2 
 
Der paarweise Vergleich der unterschiedlichen Applikationszeitpunkte für die Lokali-
sationen Haut oberhalb des M. gracilis und Anteile des M. gracilis resultiert für keine 
der beiden immunhistochemischen Färbungen und für keinen der Parameter Anzahl 
und Fläche der Gefäßlumina in einem signifikanten Ergebnis. In den Kontrollgruppen 
besteht für die immunhistochemische Färbung mit Anti-α-SMA-Antikörpern ebenfalls 
kein signifikanter Unterschied zwischen den Ligationszeitpunkten für die Lokalisatio-
nen Haut und Muskel sowie in Bezug auf die Parameter Lumenanzahl und -fläche 
(siehe Anhang, S. 160-164). Für die CD31 positiven Gefäße wurden analoge Ergeb-
nisse festgestellt bis auf eine Ausnahme. In der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten 
Fibroblasten wurden im M. gracilis signifikant höhere Mittelwerte der Gefäßparameter 
für den Ligationszeitpunkt zwei Wochen nach Injektion registriert (siehe Anhang, S. 
145-149). Die Mittelwerte der Interventionsgruppe legen nah, dass für die CD31 posi-
tiven Gefäße, eine zeitnahe Ligation der Art. femoralis nach Injektion der transfektier-
ten Fibroblasten mit einer höheren Anzahl und größeren Fläche an Gefäßen einher-
geht gegenüber einer längeren Zeitperiode zwischen Injektion und Ligation. Für die 
Gefäße mit perivaskulären glatten Muskelzellen scheint dagegen eine längere Zeitpe-
riode zwischen Injektion und Ligation für die Bildung von mehr Lumina und zur Vergrö-
ßerung der Lumenfläche von Vorteil gegenüber einer kürzeren Zeitperiode. Diese Ef-
fekte konnten in den Kontrollgruppen nicht beobachtet werden und sind damit auf die 





5.2.4 Vergleich der Entnahmezeitpunkte 
5.2.4.1 Ergebnisse zur Lokalisation Haut 
Nach Ligation der Art. femoralis superficialis wurden je 15 Wistar-Ratten der Interven-
tionsgruppe nach drei Tagen, nach fünf Tagen, nach sieben Tagen und nach vierzehn 
Tagen sakrifiziert. Die vorherigen Analysen haben belegt, dass der Ligationszeitpunkt 
keinen signifikanten Einfluss auf die Gefäßanzahl und -fläche hat. Aus diesem Grund 
habe ich die Entnahmezeitpunkte unabhängig von den Ligationszeitpunkten ausge-
wertet. In den dargestellten Berechnungen wurden nur die Versuchstiere der Interven-
tionsgruppe einbezogen.  
Die CD31 positive Gefäße der Haut über dem M. gracilis haben am dritten Tag nach 
Ligation der Art. femoralis die höchste Anzahl an Lumina (981). Zum fünften Tag neh-
men sie auf 635 Lumina, also um circa ein Drittel, ab um dann bis zum 14. Tag wieder 
auf 746 Lumina anzusteigen. Die Fläche die von CD31 positiven Gefäßen eingenom-
men wird, ist am dritten Tag nach Ligation am höchsten (12081,4 µm²) und sinkt bis 
zum fünften Tag nach Ligation um ein Drittel auf 8376,2 µm². Bis zum siebten Tag 
steigt die Lumenfläche kaum an (8681 µm²) und bleibt auf diesem Niveau bis zum 14. 
Tag nach Ligation (8688 µm², siehe Tab.37). 
Tab. 37 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut 




Lumenanzahl 3 Tage 981 361 
 5 Tage 635 229 
 7 Tage 640 151 
 14 Tage 746 204 
Lumenfläche in  3 Tage 12081,4 2156,7 
µm² 5 Tage 8376,2 2627,5 
 7 Tage 8681 3585,5 
 14 Tage 8688 1844 
 
In den Berechnungen des paarweisen Vergleichs der Lumenanzahlen sind Signifikan-
zen zwischen den Entnahmezeitpunkten drei Tage und fünf Tage (p=0,04) sowie zwi-
81 
 
schen den Entnahmezeitpunkten drei Tage und sieben Tage (p=0,05), nicht aber zwi-
schen dem Entnahmezeitpunkten drei Tage und 14 Tage zu finden. Zwischen den an-
deren Entnahmezeitpunkten bestehen ebenfalls keine signifikanten Differenzen (siehe 
Tab. 38). Wie das Diagramm in der Abb. 32 visualisiert, sinkt die Lumenanzahl signifi-
kant vom dritten Tag bis zum fünften Tag nach Ligation der Art. femoralis superficialis. 
 
Tab. 38 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut innerhalb der 
Interventionsgruppe nach Entnahmepunkten bei Anpassung für Mehrfachver-
gleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage 345 119 0,04 
 7Tage 340 119 0,05 
 14Tage 235 133 0,53 
5Tage 7Tage -5 119 1 
 14Tage -111 133 1 














Abb. 32 MW, SD und p-Wert der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut innerhalb der 























Durch den statistische Vergleich der Lumenfläche zu den Entnahmezeitpunkten 
konnte berechnet werden, dass CD31 positive Gefäße am dritten Tag nach Ligation 
mehr Fläche einnehmen als zu den Entnahmezeitpunkt fünf Tage (p=0,04). Zwischen 
den anderen Entnahmezeitpunkten konnten keine Signifikanzen berechnet werden 
(siehe Tab. 39). Die Abb. 33 stellt die Entwicklung der Lumenfläche CD31 positiver 
Gefäße in der Haut der Wistar-Ratten nach Ligation der Art. femoralis superficialis dar. 
Tab. 39 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut inner-
halb der Interventionsgruppe nach Entnahmezeitpunkten bei Anpassung für 
Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3 Tage 5Tage 3705,2 1275,4 0,04 
 7Tage 3400,4 1275,4 0,07 
 14Tage 3393,4 1426 0,15 
5Tage 7Tage -304,8 1275,4 1 
 14Tage -311,8 1426 1 













Abb. 33 MW, SD und p-Wert der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut innerhalb 



























In der Haut wurden am dritten Tag nach Ligation der Art. femoralis superficialis die 
höchsten Mittelwerte mit 507 α-SMA positiven Lumina gezählt. Danach sinken die 
Werte bis auf 341 (fünfter Tag), steigen wieder leicht bis zum siebten Tag (396) und 
fallen wiederum bis zum 14. Tag nach Ligation (326). Bezogen auf die Fläche, die von 
den muskulären Gefäßen eingenommen wird, finden wir zum Entnahmezeitpunkt Tag 
drei wiederum den höchsten Wert (8939 µm²). Mit fortschreitendem Entnahmezeit-
punkt fällt die Gefäßfläche α-SMA positiver Gefäße kontinuierlich bis zum Tag 14 um 
ein Viertel auf 6781,5 µm² ab (siehe Tab. 40). 
Tab. 40 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut 





Lumenanzahl 3 Tage 507 350 
5 Tage 341 107 
7 Tage 396 222 
14 Tage 326 224 
Lumenfläche 
in µm² 
3 Tage 8939 3681,7 
5 Tage 8216 4529,7 
7 Tage 7921,8 4737,5 











Die Zahlen der muskulären Gefäße in der Haut oberhalb des M. gracilis erbrachten in 
den statistischen Tests keine signifikanten Unterschiede. Dies gilt sowohl für die An-
zahl der Gefäße als auch für die Fläche, welche von den Gefäßen eingenommen wird 
(siehe Tab. 41, 42). 
Tab. 41 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut innerhalb der 
Interventionsgruppe nach Entnahmepunkten bei Anpassung für Mehrfachver-
gleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage 166 115 0,95 
 7Tage 111 115 1 
 14Tage 181 128 1 
5Tage 7Tage -55 115 1 
 14Tage 15 128 1 
7Tage 14Tage 70 128 1 
 
Tab. 42 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut inner-
halb der Interventionsgruppe nach Entnahmepunkten bei Anpassung für Mehr-
fachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage 723 1934,9 1 
 7Tage 1017,2 1934,9 1 
 14Tage 2157,5 2163,2 1 
5Tage 7Tage 294,2 1934,9 1 
 14Tage 1434,5 2163,2 1 
7Tage 14Tage 1140,3 2163,2 1 
 
Über die Entwicklung der Anzahl und Fläche von den CD31 positiven Gefäßen nach 
Injektion der VEGF164 transfektierten Fibroblasten und Ligation der Art. femoralis in-
nerhalb des Untersuchungszeitraumes von 14 Tagen kann ich lediglich die Aussage 
konstatieren, dass am dritten Tag nach Ligation mehr Gefäße vorhanden sind, die 
auch eine größere Fläche einnehmen, als an den folgenden untersuchen Tagen nach 
Ligation. Den absoluten Werten der immunhistochemischen Färbung mit Anti-CD31-
Antikörpern folgend, scheint die Anzahl und die Fläche der Lumina bis zum Entnah-
mezeitpunkt 14. Tag wieder zu steigen. Im Gegensatz dazu nehmen die Mittelwerte 
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der immunhistochemischen Färbung mit Anti-α-SMA-Antikörpern bis zwei Wochen 
nach Ligation weiter ab.  
 
5.2.4.2 Ergebnisse zur Lokalisation Muskel 
Die oberflächlichen, kaudalen und kranialen Anteile des M. gracilis zeigen hinsichtlich 
der Gefäßanzahl für die immunhistochemische Färbung mit CD31 die höchsten Mittel-
werte zum Entnahmezeitpunkt dritter Tag mit 420 Lumina. Die Anzahl der Gefäßlumina 
fällt vom dritten zum fünften (303) Tag nach Ligation. Am siebenten Tag nach Unter-
bindung der Art. femoralis superficialis erreichte die Anzahl der Gefäße das Minimum 
mit 301 Lumina. Bis zum Entnahmezeitpunkt Tag 14 steigt die Lumenanzahl wieder 
auf 401 Lumina an. Die Gefäßfläche hingegen fällt vom dritten Tag nach Ligation der 
Art. femoralis superficialis von 5577 µm² auf 4415,6 µm² am fünften Tag. Bis zum Ent-
nahmezeitpunkt 14. Tag steigt die Gefäßfläche um das rund Zweifache auf 7793,6 µm² 
an (siehe Tab. 43). 
Tab. 43 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. 





Lumenanzahl 3 Tage 420 142 
5 Tage 303 137 
7 Tage 301 92 
14 Tage 401 104 
Lumenfläche 
in µm² 
3 Tage 5577 1852,5 
5 Tage 4415,6 1456,2 
7 Tage 4724,2 1770,3 







Der paarweise Vergleich der Entnahmezeitpunkte für die Anzahl CD31 positiver Lu-
mina ergibt keine Signifikanz (siehe Tab. 44). 
Tab. 44 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis innerhalb 
der Interventionsgruppe nach Entnahmepunkten bei Anpassung für Mehrfach-
vergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage 117 57 0,28 
 7Tage 118 57 0,27 
 14Tage 19 57 1 
5Tage 7Tage 2 57 1 
 14Tage 98 57 0,57 
7Tage 14Tage 100 57 0,54 
 
Im Gegensatz dazu konnte im paarweisen Vergleich der Flächen, die von CD31 posi-
tiven Gefäßen eingenommen wird, bewiesen werden, dass am 14. Tag nach Ligation 
der Art. femoralis die Fläche der Lumina im Muskel signifikant größer ist als zu den 
Entnahmezeitpunkten fünf (p=0,004) und sieben (p=0,01). Zwischen den anderen Ent-
nahmezeitpunkten besteht kein statistisch signifikanter Unterschied (siehe Tab. 45). 
Das Diagramm der Abb. 34 veranschaulicht die Entwicklung der Lumenfläche CD31 
positiver Gefäße im M. gracilis nach Ligation der Art. femoralis superficialis. 
Tab. 45 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis 
innerhalb der Interventionsgruppe nach Entnahmepunkten bei Anpassung für 
Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage 1161,4 898,6 1 
 7Tage 852,8 898,6 1 
 14Tage -2216,6 898,6 0,1 
5Tage 7Tage -308,6 898,6 1 
 14Tage -3378,1 898,6 0,004 
















Abb. 34 MW, SD und p-Wert der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis in-
nerhalb der Interventionsgruppe nach Entnahmezeitpunkten (IHCF mit CD31) 
 
Die Anzahl der Lumina muskulärer Gefäße ist an Tag drei nach Unterbindung der Art. 
femoralis im Mittel 96 und sinkt bis zum Entnahmezeitpunkt fünfter Tage nach Ligation 
um ein Fünftel auf 77 Lumina ab. Bis sieben Tage nach Ligation bleibt der Mittelwert 
konstant. Zum Entnahmezeitpunkt 14. Tag steigt die Anzahl der Lumina auf das Maxi-
mum von 104. Die Fläche, die von α-SMA positiven Lumina eingenommen wird, be-
trägt am dritten Tag nach Ligation im Mittel 4334,9 µm². Bis zum Entnahmezeitpunkt 
fünf sinkt die Gefäßfläche auf 3284,4 µm² um bis zum Entnahmezeitpunkt 14. Tag auf 




























Tab. 46 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. 





Lumenanzahl 3 Tage 96 31 
5 Tage 77 39 
7 Tage 77 34 
14 Tage 104 62 
Lumenfläche 
in µm² 
3 Tage 4334,9 2013,73 
5 Tage 3284,4 1465 
7 Tage 3794 1871,2 
14 Tage 5570,3 4479,3 
 
Im statistischen Signifikanztest konnten sowohl für die Anzahl als auch für die Fläche 
α-SMA positiver Lumina keine signifikanten Unterschiede zwischen den Entnahme-
zeitpunkten berechnet werden (siehe Tab. 47, 48). 
Tab. 47 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis innerhalb 
der Interventionsgruppe nach Entnahmepunkten bei Anpassung für Mehrfach-







Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage 19 20 1 
 7Tage 19 20 1 
 14Tage -8 20 1 
5Tage 7Tage 0 20 1 
 14Tage -27 20 1 
7Tage 14Tage -27 20 1 
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Tab. 48 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis 
innerhalb der Interventionsgruppe nach Entnahmepunkten bei Anpassung für 
Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage 1050,5 1286 1 
 7Tage 540,9 1286 1 
 14Tage -1235,4 1286 1 
5Tage 7Tage -509,6 1286 1 
 14Tage -2285,8 1286 0,5 
7Tage 14Tage -1776,2 1286 1 
 
Die Gefäße in den Anteilen des M. gracilis reduzieren sich in ihrer Anzahl vom dritten 
bis zum fünften Tag nach Ligation der Art. femoralis und Injektion der VEGF transfek-
tierten Fibroblasten in Bezug auf die beiden immunhistochemischen Färbungen. In den 
darauf folgenden Beobachtungstagen nimmt die Anzahl der CD31 und α-SMA positi-
ven Gefäßlumina kontinuierlich zu. Am 14. Tag nach Ligation der Art. femoralis sind 
zum Teil mehr Gefäße vorhanden als am dritten Tag nach Ligation. Ein ähnliches Ver-
halten zeigt die untersuchte Gefäßfläche. Die von den CD31 und α-SMA positiven Ge-
fäßlumina eingenommene Fläche verringert sich im Zeitraum zwischen den Entnah-
mezeitpunkten Tag drei und Tag fünf. Daraufhin scheinen die Gefäße innerhalb des 
Beobachtungszeitraumes wieder an Fläche zuzunehmen. Die mit CD31 Antikörpern 
markierten Gefäße nehmen bis zum 14. Tag nach Ligation der Art. femoralis sogar 
signifikant mehr Fläche ein als am fünften und siebten Tag. 
Bei der Betrachtung der Ergebnisse für die Haut und den Muskel kann keine eindeutige 
Aussage über das Verhalten der Anzahl und Fläche CD31 und α-SMA positiven Ge-
fäße im Untersuchungszeitraum getroffen werden. Die Reduktion der Werte vom drit-
ten Tag nach Ligation bis zum fünften Tag nach Ligation ist in allen betrachteten Fällen 
zu finden - in der Haut deutlicher als im Muskel. Die Beurteilung der weiteren Entwick-
lung ist schwierig da sich die Gefäße inhomogen verändern. In den meisten Fällen 
nehmen die Anzahl und Fläche der Lumina mehr oder weniger zu. Die Zunahme des 
Gefäßwachstums ist im Musculus gracilis deutlicher zu erkennen als in der Haut. In 
den Analysen der Entnahmezeitpunkte innerhalb der Kontrollgruppen konnte der Ab-
fall der Gefäßparameter vom dritten bis zum fünften Tag nach Ligation nicht nachvoll-
zogen werden und unterstützt die These, dass dieses Ergebnis auf die Wirkung der 
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VEGF transfektierten Fibroblasten zurückzuführen ist. Im Gegensatz dazu nehmen die 
CD31 und α-SMA positiven Gefäße in Fläche und Anzahl vom ersten Entnahmezeit-
punkt bis zum zweiten Entnahmezeitpunkt zu. In den meisten Fällen nimmt Anzahl und 
Fläche der Lumina nach dem fünften oder siebten Tag nach Ligation ab und steigt zum 
Teil bis zum 14. Tag nach Ligation über die Anfangswerte (siehe Anhang, S. 149-154). 
Für die immunhistochemische Färbung mit CD31 konnten in der Kontrollgruppe mit 
PBS zwei Wochen nach Ligation signifikant höhere Mittelwerte der Gefäßanzahl und -
fläche berechnet werden im Vergleich zum dritten Tag nach Ligation (siehe Anhang, 





6.  Diskussion 
6.1  VEGF in der Forschung  
Viele Forschungsgruppen haben sich mit der Thematik rund um die Angiogenese und 
Arteriogenese befasst. Zum einen wurde VEGF bei den verschiedensten Karzinomen-
titäten als Wachstumsfaktor der tumorösen Neovaskularisation identifiziert (Dvorak et 
al. 1991, Brown et al. 1993, Brown et al. 1995, Brown et al. 1996, Brekken et al. 2000). 
Außerdem wurde VEGF als Motor der Pathogenese unterschiedlicher Erkrankungen 
wie der Arthritis, dem Diabetes, der Makuladegeneration oder der Retinopathie erkannt 
(Carmelite 2003). Hieraus leiten sich vielfältige Therapieoptionen ab (Ferrara 2001, 
Luttun et al. 2002). In der Behandlung von Karzinomen und Lymphomen werden heute 
routinemäßig VEGF-Inhibitoren eingesetzt (Adamcic et al. 2012, Meadows und Hur-
witz 2012). Sehr intensiv wurden die therapeutischen Anwendungsmöglichkeiten des 
Angiogenesefaktors bei der kardialen bzw. koronaren Ischämie sowie der peripheren 
arteriellen Verschlusskrankheit erforscht. Die klinischen Phase I Studien konnten einen 
signifikanten Vorteil nachweisen (Isner et al. 1998, Rosengart et al. 1999, Hendel et 
al. 2000, Losordo et al. 2002). Die VIVA Studie (Vascular Endothelial Growth Factor in 
Ischämia for Vaskular Angiogenesis) ist die erste doppelblinde, Placebo-kontrollierten 
Studien mit intracoronarer und intravenöser rhVEGF-Gabe. 178 Patienten wurden in 
eine Placebogruppe, eine Niedrig-Dosis Gruppe mit 17 ng/kg*min rhVEGF und eine 
Hoch-Dosis Gruppe mit 50 ng/kg*min rhVEGF eingeteilt. Zum primären Endpunkt (60 
Tage nach Therapieende) konnten keine Unterschiede zwischen den Gruppen festge-
stellt werden. Zum sekundären Endpunkt (120 Tage nach Therapieende) zeigte sich 
eine Benefit der VEGF-Gruppen gegenüber der Placebogruppe. Einen signifikanten 
Unterschied in Bezug auf die Anginaklasse ergab sich im Vergleich der Placebogruppe 
mit der Hoch-Dosis Gruppe. Weitere Signifikanzen konnten nicht nachgewiesen wer-
den. Weiterhin wurde belegt, dass die Verwendung von VEGF sicher ist und gut tole-
riert wird. Eine Hypotonie trat nur bei den VEGF therapierten Patienten auf. Ebenfalls 
zeigten sich bei 90% der Hoch-Dosis Patienten Flush-Reaktionen. Auf renale Insuffi-
zienz, allergische Reaktionen, angeborene Herzfehler oder Fußödeme hatte die Injek-
tion von VEGF keinen negativen Einfluss. Damit zeigt VEGF eine exzellente kurz-Zeit-
Sicherheit. Kein Patient entwickelte einen Tumor oder ophthalmologische Abnormali-
täten (Henry et al. 2003). Ein anderes Einsatzgebiet für VEGF ist die Wundheilung. 
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Chronische, ischämische (Bauer et al. 2005, Lohmeyer et al. 2011) oder diabetische 
(Rivard et al. 1999, Brem et al. 2009) Wunden heilen durch die induzierte Neovasku-
larisation schneller und mit weniger Narbengewebe. Dies ist auch interessant für die 
rekonstruktive Chirurgie mit mikrovaskulären oder gestielten Transplantaten. Der 
Transplantatverlust durch Ischämie ist der größte Risikofaktor für die Wiederherstel-
lungschirurgie (Oswald et al. 1988, Schmelzeisen et al. 1996). Die positive Wirkung 
von VEGF auf die Angiogenese und Arteriogenese in Hauttransplantaten und myocu-
tanen Transplantaten wurde bereits in vielen experimentellen Studien nachgewiesen. 
In der Forschungsgruppe Zhang et al. konnte die Transplantat-Überlebensrate in glei-
chem Maße wie die Funktionsfähigkeit der Transplantate durch VEGF gesteigert wer-
den. Die VEGF induzierte Neovaskularisierung ermöglicht die Hebung voluminöserer 
Lappen und beschleunigt deren Einheilung. Gleichzeitig ist der Wachstumsfaktor für 
die Vasodilatation und Ödembildung verantwortlich. Diese sind für die frühzeitige Se-
rum Imbibierung und Inosculation in den Phasen der Einheilung von Transplantaten 
wichtig (Taub et al. 1998, Kryger et al. 1999, Zhang et al. 2003, Gurunluoglu et al. 
2005, Zheng et al. 2007, Zhang und Lineaweaver 2011). Für myocutane Transplantate 
ist vorrangig der Blutfluss für den Erfolg des Transplantates entscheidend, da hier im 
Vergleich zu kutanen Transplantaten die Ernährung über Diffusion nicht ausreichend 
ist (Maeda et al. 1999). An dieser Stelle knüpft unser Studiendesign der myocutanen 
Ischämie an. Die Intension dieser Untersuchung besteht darin Wundheilungsstörun-
gen myocutaner Transplantate sowie deren Verlust mittels der pro-angiogenetische 
Therapie und Verbesserung der vaskulären Situation zu minimieren. Meines Wissens 
wurden in der vorliegenden Arbeit erstmals die vaskulären Kompensationsmechanis-
men am Ischämie-Modell des Hinterlaufs der Wistar Ratte unter dem Einfluss VEGF164 
transfektierter Fibroblasten eruiert. Mit dem Ziel die Angiogenese und Arteriogenese 
nachzuvollziehen, wurden in den Bioptaten von Haut und Muskel die Gefäßlumina in 
ihrer Anzahl und Fläche erfasst. Die durch VEGF induzierte Angiogenese, die haupt-
sächlich die Neubildung kleiner Gefäße und Kapillaren umfasst, wurde durch die im-
munhistochemische Anfärbung von CD31 nachgewiesen. Die Arteriogenese, die die 
Bildung muskulärer Gefäße voraussetzt, wurde durch die immunhistochemische An-
färbung von α-SMA nachgewiesen. Ein zusätzlicher Vorteil dieser Studie ist der große 
Pol von Versuchstieren mit 120 Wistar Ratten. Jede Versuchsgruppe umfasst dadurch 
60 Tiere. Dies sind mehr als Gesamtzahl aller Tiere in den meisten Experimenten (Li 
et al. 2009, Spanholtz et al. 2009). Ein weiterer Anspruch dieser Untersuchung ist es 
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den optimalen Applikationszeitpunkt für die Injektion der VEGF164 transfektierten Fib-
roblasten zur Präfabrikation myocutaner Transplantate in der klinischen Anwendung 
festlegen zu können. Ebenfalls soll die zeitliche Abfolge der Gefäßveränderungen ana-
lysiert werden. 
 
6.2  Diskussion der Methode 
6.2.1 VEGF transfektierte Fibroblasten 
Der vaskuläre endotheliale Gefäß Wachstumsfaktor – VEGF – ist der zentrale Motor 
der Neovaskularisation und steht im Mittelpunkt mannigfaltiger Forschungsinhalte. In 
der Literatur liegen die Schwerpunkte auf den Gebieten der myokardialen Ischämie 
(Losordo et al. 2002, Hendel et al. 2000, Henry et al. 2003) und der Ischämie periphe-
rer Extremitäten (Isner et al. 1998, Arveschoug 1999, Baumgartner et al. 2000). Das 
lokale kontrollierte Gefäßwachstum ohne die Verursachung systemischer Nebenwir-
kungen stellte die größte Herausforderung dar. Verschiedene Systeme der Freiset-
zung pro-angiogenetischer Faktoren haben sich entwickelt. In einigen Studien wurden 
intramuskuläre oder intraarterielle Injektionen von VEGF in Form des Proteins oder der 
codierenden DNA bzw. RNA durchgeführt (Takeshita et al. 1994-A, Takeshita et al. 
1994-B, Taub et al. 1998, Losordo et al. 2002). Neben der geringen Wirksamkeit be-
dingt durch den schnellen Abbau und die niedrige lokale Konzentration des Faktors ist 
der Nachweis von VEGF in Blut, Leber, Milz, Lunge und Niere zu kritisieren (Elçin et 
al. 2001). Durch die systemische Verteilung können Vasodilatation, Hypotension, 
Ödembildung oder die Neovaskularisierung okkulter Tumoren verursacht werden 
(Epstein et al. 2001). Ebenfalls wurden bei Überschreiten einer bestimmten lokalen 
Schwellendosis Angiome und aberrante knotige Strukturen induziert (Lee et al. 2000). 
In Anlehnung an Ozawa et al. ist nicht die verabreichte Gesamtdosis des Mitogens 
sondern die aktuelle lokale Konzentration entscheidend für die Entwicklung einer ver-
änderten Gefäßarchitektur (Drake und Little 1995, Ozawa et al. 2004). Polymere Trä-
gersubstanzen stellen eine Möglichkeit dar die vorteilhafte langsame und langfristige 
Abgabe des Faktors oder seiner DNA zu ermöglichen (Elçin et al. 2001, Christensen 
et al. 2007). Die resultierenden Entzündungsreaktionen auf das Fremdmaterial, der 
unkontrollierte Abbau des Polymers sowie die Freisetzung cytotoxischer Substanzen 
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lassen die klinische Einsatzfähigkeit dieser Methode anzweifeln (Kim und Burgess 
2002, Kang et al. 2008, Hunt et al. 2012). Die Polymer bedingte Inflammation kann zu 
Wundheilungsstörungen führen (Popa et al. 2007). Ein weiteres Verfahren, das große 
Verbreitung fand, stellt die Integration der VEGF-DNA mit Hilfe eines viralen Vektors 
dar (Su et al. 2004, Brem et al. 2009, Mathison et al. 2012). Dabei wird die Eigenschaf-
ten der Viren, die Zellmembran der Wirtszelle zu penetrieren und ihr genetisches Ma-
terial in den Zellkern zu integrieren, genutzt (Krisky et al. 1998, Cavazzana-Calvo et 
al. 2000). Sicherheitsbedenken für die klinische Anwendung ergeben sich aus dem 
ungewissen onkogenetischen, toxischen und immungenetischen Potential des inse-
rierten viralen Materials (Cristiano 1998, Schatzlein 2001). In diesem Projekt bedienten 
wir uns dem Instrument der Transfektion. In einem aufwendigen Verfahren haben wir 
die individuellen Fibroblasten jeder Ratte isoliert und mit einer VEGF-cDNA transfek-
tiert. Die Zellpopulation der Fibroblasten eignet sich gut für diese Studie. Sie kommen 
in nativem myocutanem Gewebe vor und sind hypomobile Zelle, die z.B. im Vergleich 
zu Makrophagen, eine geringe systemische Verteilung erwarten lassen (Welsch und 
Sobotta 2006). Gonçalves et al. wiesen eine längere Transgenexpression durch Fib-
roblasten im Vergleich zu Myoblasten nach (Gonçalves et al. 2012). Der Vorteil der ex 
vivo Transfektion liegt in der Möglichkeit homogene Zellpopulationen zu produzieren 
und deren Anzahl an Zelle zu kontrollieren (Rinsch et al. 2001). Die vorherigen Ergeb-
nisse unserer Forschungsgruppe belegen den Erfolg der Methode (Mueller et al. 2010-
A, Mueller et al. 2010-B). Gleichzeitig konnte nachgewiesen werden, dass sich weder 
die transfektierten Fibroblasten noch der Wachstumsfaktor systemisch verteilen (Muel-
ler et al. 2010-B). Durch den Gen Transfer basierend auf körpereigenen Zellen besteht 
keine Infektionsgefahr und es wird kein körperfremdes Material eingebracht. Damit 
verwendeten wir eine sichere und effiziente Methode der lokalisierten und kontrollier-
ten Induktion der Gefäßneubildung durch VEGF. Die transfektierten Fibroblasten müs-
sen einmalig injiziert werden und exprimieren konstitutiv, unabhängig von äußeren 
Faktoren, bis zu zwei Wochen das Transgen. Die Begrenzung der VEGF-Synthese ist 
wichtig um die Bildung von vaskulären Malformationen zu vermeiden (Lee et al. 2000, 
Schwarz et al. 2000). Aus dem gleichen Grund wurden nur 107 VEGF transfektierten 
Fibroblasten pro Wistar Ratte injiziert. Im Vergleich zu anderen Studien, die bis zu 107 
Fibroblasten angewendet haben, ist das eine geringe Menge (Lee et al. 2000, Kondoh 
et al. 2004, Li et al. 2009). Die vorangestellten in Vitro Versuche zeigten, dass die 
transfektierten Fibroblasten eine maximale VEGF-Konzentration von im Mittel 550 ng 
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pro ml pro Tag exprimieren (Mueller et al. 2010-A). Die Konzentrationen sind deutlich 
niedriger als in anderen Studien, die täglich bis zu 1000 µg VEGF intraarteriell appli-
ziert haben (Takeshita et al. 1994-B). Die VEGF164 transfektierten Fibroblasten zeigten 
aber dennoch eine effizientere VEGF-Synthese als adenoviral transferierte Fibroblas-
ten mit einer VEGF-Produktion von ca. 35 ng pro ml pro Tag oder weniger (Kondoh et 
al. 2004, Gao et al. 2007).  
 
6.2.2 Ischämie – Modell am Hinterlauf der Wistar Ratte 
Das von uns genutzte Modell der Ischämie des Hinterlaufs von Ratten ist ein vielfältig 
und routiniert genutztes Verfahren. Es erlaubt die Untersuchung von postnatalen vas-
kulären Anpassungsmechanismen auf ischämischen Stress in Vivo und ist ein Mittel 
um die Effektivität von Gen-Targeting-Strategien auf die Neovaskularisation und na-
türlich vorkommenden Kompensationsmechanismen zu erforschen (Challiss et al. 
1986, Couffinhal et al. 1998). Wir haben die Arteria femoralis superficialis, wie die Abb. 
11 (siehe S. 40) schematisch zeigt, nach dem Abgang der Arteria femoralis profunda 
und der Arteria epigastrica ligiert. Die resultierende Ischämie ist als mild einzustufen, 
da Kollateralkreisläufe zwischen den Ästen der Arteria femoralis superficialis und der 
Arteria femoralis profunda existieren. Der Musculus gracilis wird durch die Arteria 
femoralis profunda oder Arteria circumflexa femoris medialis versorgt. Arteriae perfo-
rantes, die von diesen Gefäßen abgehen, sind die entscheidenden Gefäße für die Ver-
sorgung der Muskulatur und der darüber liegenden Haut. Die Arteria obturatoria ver-
sorgt mit einem Ast den proximalen Teil des Musculus gracilis. All diese Gefäße 
werden nach der Ligation der Arteria femoralis superficialis noch durchblutet. Die Ar-
teria femoralis superficialis hingegen gibt einige kleinere Äste in den distalen Anteil des 
M. gracilis ab, die durch die Ligation die Ischämie induzieren. Damit sind die Gefäße 
noch durchblutet, die auch bei einer mikrochirurgischen Transplantation des Musculus 
gracilis und der darüber liegenden Haut als Anschlussgefäße dienen würden. Das Mo-
dell demonstriert die optimale mikrovaskuläre Transplantation von myocutanem Ge-
webe (Schmelzeisen et al. 1996, Čerrý und Salomon 2006, Hausamen et al. 2011). 
Der Vorteil dieser Technik ist die Einfachheit und Reproduzierbarkeit. Die minimale 
chirurgische Intervention vermindert traumatische Läsionen durch die Präparation. In-
sofern werden die Ergebnisse durch die resultierende Entzündungsreaktion minimal 
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verfälscht. Nachteilig ist, dass die komplizierten Vorgänge und Heterogenität, welche 
das Verpflanzen myocutaner Gewebe mit sich bringt, hier nicht nachgestellt werden 
können. So bleiben die Schäden durch die Reperfusion nach Ischämie und die vielfäl-
tigen Komplikationen durch die Anastomose unberücksichtigt. Dennoch stellt das Is-
chämie-Modell des Hinterlaufs von Wistar Ratten eine geeignete Methode dar um die 
milde Ischämie eines myocutanen Transplantates nachzustellen. Das Gewebe verfügt 
noch über eine versorgende Arterie aber die ursprüngliche Perfusion existiert nicht 
mehr (Gravvanis et al. 2011). Das Tierexperiment offeriert die Möglichkeit in Vivo die 
kompensatorischen Mechanismen der postnatalen Arteriogenese und Angiogenese 
unter dem Einfluss von VEGF zu eruieren (Challiss et al. 1986, Limbourg et al. 2009). 
 
6.3  Diskussion der Ergebnisse 
6.3.1 Neovaskularisation in Haut und Muskel 
Die physiologische Verteilung der Gefäße in den Geweben der Haut und des Muskels 
lassen die Hypothese zu, dass in der Haut mehr Gefäß vorkommen als in den unter-
suchten Bioptaten des Musculus gracilis. Aus diesem Grund ist auch ein vermehrter 
Anstieg der Gefäßanzahl und Gefäßfläche in den Proben der Haut im Vergleich zu den 
Proben der Muskelanteile zu erwarten. Pettersson et. al. haben bereits eine ausge-
prägtere und nachhaltigere VEGF induzierte Angiogenese der Gefäße der Haut im 
Vergleich zum Muskel konstatiert (Pettersson et al. 2000). Die Ergebnisse meiner Stu-
die bestätigen diese Feststellung. Präzise formuliert sind in der Haut im Vergleich zu 
den Anteilen des Musculus gracilis mehr Gefäße präsent und diese nehmen eine grö-
ßere Fläche ein. Dieses Verhältnis wurde durch die Manipulation mit VEGF transfek-
tierten Fibroblasten noch verstärkt. Diese Aussage gilt sowohl für die Gesamtheit aller 
Gefäße als auch für die muskulären Gefäße. Ebenfalls wurde in der Haut durch die 
VEGF164 transfektierten Fibroblasten das Verhältnis kleinerer Gefäße und Kapillaren 
zu muskulären Gefäßen zu Gunsten der Ersteren verändert. Im Muskel ist dies nicht 
der Fall. Im Vergleich der Lokalisationen fällt auf, dass der Anteil muskulärer Gefäße 
in der Haut deutlich größer ist als im Muskel. Des Weiteren wurden drei Anteile des 
Musculus gracilis untersucht. Zu erwarten ist eine verminderte Angiogenese in den 
kaudalen Anteilen des Muskels auf Grund der zunehmenden distalen Ischämie nach 
Ligation der Arteria femoralis superficialis. Andere Forschungsgruppen haben belegt, 
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dass distale Anteile von Transplantaten einer intensiveren Ischämie ausgesetzt sind 
als die proximalen Anteile. Gleichzeitig wurde die VEGF-Konzentration untersucht. Bei 
milder Ischämie ist ein deutlicher Anstieg der VEGF-Konzentration im Vergleich zur 
Kontrolle zu verzeichnen. Eine massive Ischämie jedoch führt zu keinem Anstieg der 
VEGF-Expression (Erdmann et al. 2003, Zhang et al. 2003). Zwischen den oberfläch-
lichen, kaudalen und kranialen Anteilen des Musculus gracilis unserer Wistar Ratten 
bestehen keine signifikanten Unterschiede in der Gefäßanzahl und -fläche. In allen 
Anteilen des Musculus gracilis wurde die Neovaskularisation in gleichem Maße geför-
dert. Durch die Blutversorgung der Arteriae perforantes scheint kein Unterschied im 
Sauerstoffangebot innerhalb des Musculus gracilis zu bestehen. Damit bildet sich in 
diesem Modell kein ischämischer Gradient, der mit einem myocutanen Transplantat 
vergleichbar ist. Weiterhin zeigte die histomorphometrische Auswertung der Schnitte 
im Gegensatz zu anderen Studien (Lee et al. 2000, Schwarz et al. 2000) keine Verän-
derung der Gefäßarchitektur oder Entwicklung von Neoplasien. 
 
6.3.2 VEGF164 transfektierte Fibroblasten induzieren die Angiogenese und Arterioge-
nese 
 
Die Anregung der postnatale Angiogenese durch den vaskulären endothelialen 
Wachstumsfaktor wurde bereits durch viele experimentelle Arbeiten belegt (Schwarz 
et al. 2000, Kang et al. 2008, Xie et al. 2011, Kim et al. 2012). In ischämischen Myokard 
wurde das VEGF induzierte Wachstum von Kapillaren und kleinen Gefäßen nachge-
wiesen. Zusätzlich zeigte sich eine Verkleinerung der Infarktgröße und eine Verbesse-
rung der kardialen Funktion (Heilmann et al. 2003, Su et al. 2004, Gonçalves et al. 
2010, Mathison et al. 2012). Daraus leitet sich die Ausgangsthese dieser Arbeit ab. 
Durch die VEGF164 transfektierten Fibroblasten, die nachweislich konstitutiv VEGF164 
exprimieren, wird die Angiogenese in der Haut und dem Muskel von Wistar Ratten 
nach Ligation der Arteria femoralis superficialis initiiert. Die Ergebnisse unserer Studie 
belegen, dass in der Interventionsgruppe im Vergleich zu den Kontrollgruppen die An-
zahl und Fläche der Kapillaren und kleinen Gefäße signifikant größere Ausmaße ein-
nehmen. Dabei konnte die Anzahl aller Gefäße in der Haut im Vergleich zur Kontroll-
gruppe um das Fünffache und im Muskel um das Zweifache gesteigert werden. Die 
von allen Gefäßen eingenommene Fläche vergrößerte sich in der Haut im Vergleich 
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zur Kontrollgruppe um das Dreifache und im Muskel um das Fünffache. Andere Stu-
dien haben einen Anstieg der kapillären Dichte um das 1,6 fache (Takeshita et al. 
1994-A, Schwarz et al. 2000) bis 2,5 fache (Takeshita et al. 1994-B) ergeben. Die Abb. 
35 stellt die Ergebnisse von Takeshita et al. dar. Die kapilläre Dicht im ischämischen 
Hinterlauf von Hasen wird durch eine intraarterielle Injektion von rekombinanten hu-





Abb. 35 Effekt von VEGF auf die kapilläre Dichte. Grafik im Original bei Takeshita et al. 1994-
B. Die vorliegende Abb. wurde durch den Verfasser verändert. 
 
In Vivo Versuche unserer Forschungsgruppe ergaben einen Anstieg der Lumenan-
zahl um das 1,4 fache während sich die Lumenfläche durch den Einfluss von VEGF 
verdoppelt (Mueller et al. 2010-B). Die Abb. 36 (siehe S. 100) zeigt die histomorpho-
metische Beurteilung einer Kollagenmembran, die in den Musculus gracilis implantiert 
und in der Interventionsgruppe mit VEGF164 transfektierten Fibroblasten behandelt 
wurde. Die ersten beiden Säulen stellen die Kontrollgruppen und die dritte Säule die 
Interventionsgruppe dar. Das Diagramm A zeigt die Anzahl und das Diagramm C die 
Fläche CD31 positiver Gefäße. Der Effekt auf die Angiogenese liegt deutlich unter den 
Ergebnissen dieser Studie. Die Unwirksamkeit nicht transfektierter Fibroblasten auf die 
Angiogenese konnte ebenfalls empirisch belegt werden.  
Mit dem Ziel die Blutversorgung des ischämischen Gewebes nach Verschluss der zu-
führenden Arterie zu gewährleisten, kommt es zur Vasodilatation aller Kapillaren und 
Gefäße (Unthank et al. 1995, Chen et al. 2009). Das Wachstum und die Neubildung 
von Kapillaren und kleinen Gefäßen folgt auf die Hypoxie induzierte VEGF-Produktion. 
Kapillaren sind naturgemäß für den Stoff- und Gasaustausch ausgelegt und nicht für 
den Transport von Blut. Aus diesem Grund können sie eine suffiziente Durchblutung 
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des unterversorgten Gewebes mit der nötigen Fließgeschwindigkeit nicht in ausrei-
chendem Maße sicherstellen (van Royen et al. 2001). Ein ausreichender Blutfluss und 
ein geringer Druckgradient nach Ligation der versorgenden Arterie kann langfristig nur 
durch die Bildung von Kollateralen, also mittleren und großen Gefäßen mit einer peri-
zytären muskulären Ummantelung, gewährleistet werden (Unthank et al. 1995, Hers-
hey et al. 2001, Hoefer et al. 2001). Die Arteriogenese definiert diesen Prozess. Der 
Einfluss des Wachstumsfaktors VEGF auf die Anregung der postnatalen Arterioge-
nese wird jedoch gegenteilig diskutiert. Hämodynamischen und mechanischen Effek-
ten durch den veränderten Blutfluss nach Verschluss einer Arterie werden als Initiato-
ren der Arteriogenese angesehen (Schierling et al. 2009, Tzima et al. 2005). Dabei 
spielt nicht nur die Proliferation und Migration endothelialer glatter Muskelzellen eine 
Rolle, die durch VEGF angeregt wird (Benjamin et al. 1998, Ishida et al. 2001, Tirziu 
et al. 2012). Das Rekrutieren und die Aktivierung von Monozyten scheinen essentiell 
für die Angiogenese und Arteriogenese zu sein (Helisch et al. 2000, Heil et al. 2002). 
In Vitro Versuche bestätigen zum einen das Wachstum von Kapillaren und zum ande-
ren einen erhöhten Anteil endothelialer glatter Muskelzellen unter dem Einfluss von 
VEGF (An et al. 2013). Analysen der Embryogenese belegen die suffiziente Initiation 
der Arteriogenese durch den Wachstumsfaktor (Leung et al. 2013). Demgegenüber 
ergaben Untersuchungen nach Exzision der Arteria femoralis des Hasen ohne weitere 
Manipulation, dass die Bildung von funktionalen Kollateralen zu einer Zeit stattfindet in 
der die VEGF-Konzentration nicht erhöht ist (Hershey et al. 2001). Eine andere For-
schungsgruppe mit dem gleichen Ischämie – Modell nutzte adenoviral transferierte 
Fibroblasten, die VEGF oder bFGF exprimieren. Sie fand heraus, dass VEGF die Bil-
dung von Kollateralgefäßen initiiert. Der Effekt von bFGF ist allerdings signifikant grö-
ßer als von VEGF (Kondoh et al. 2004). Die intraarterielle und intramuskuläre Injektion 
des Proteins VEGF führt im Ischämie Modell des Hasen zu einer Verbesserung des 
hämodynamischen Defizites und einer Zunahme der Kollateralarterien (Takeshita et 
al. 1994-A, Takeshita et al. 1994-B). Mit Hilfe von VEGF sowie VEGFR 1 und 2-defizi-
tären Mäusen konnten Clayton et al. beweisen, dass der Wachstumsfaktor und seine 
Rezeptoren Determinanten der Arteriogenese sind (Clayton et al. 2008). Ansinnen die-
ses Tierexperiments war es den Effekt VEGF164 transfektierter Fibroblasten auf die 
Arteriogenese in der Haut und dem Musculus gracilis nach Ligation der Arteria femo-
ralis superficialis zu klären. Dazu nutzten wir den Nachweis muskulärer Gefäße mittels 
immunhistochemischer Anfärbung von perivaskulären glatten Muskelzellen. In beiden 
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Lokalisationen konnten in der Interventionsgruppe größere Werte, bezogen auf die 
Parameter Lumenanzahl und -fläche, registriert werden als in den Kontrollgruppen. 
Auch in Bezug auf die muskulären Gefäße kann ein Effekt durch die Injektion der nicht 
transfektierten Fibroblasten ausgeschlossen werden. In der Haut stiegen im Vergleich 
zur Kontrollgruppe die Anzahl der muskulären Lumina um das 1,6 fache und die Fläche 
der muskulären Lumina um das Doppelte. Die muskulären Gefäße des Musculus gra-
cilis vermehren sich im Vergleich zur Kontrollgruppe in ihrer Anzahl um das Doppelte 
und in ihrer Fläche um das Vierfache. Damit wird deutlich, dass VEGF innerhalb von 
zwei Wochen vorrangig die Vergrößerung der Lumenfläche bewirkt und in geringerem 
Maße die Anzahl muskulärer Gefäße steigert. Kondoh et al. stellten keine Differenz in 
der Dichte SMC positiver Gefäße nach intraarterieller Injektion adenoviral VEGF trans-
ferierter Fibroblasten zwischen der Kontrollgruppe und der Versuchsgruppe fest (Kon-
doh et al. 2004). Im Gegensatz dazu zeigte eine anderen Studien die Zunahme der 
Kollateralen um das Dreifache (Takeshita et al. 1994-A). Voruntersuchungen unserer 
Forschungsgruppe in Vivo stellten einen signifikanten Anstieg muskulärer Gefäße um 
das Zweifache fest (Mueller et al. 2010-B). Die Abb. 36 zeigt die Ergebnisse. Die ersten 
beiden Säulen stellen die Kontrollgruppe und die dritte Säule die Interventionsgruppe 
dar. Das Diagramm B veranschaulicht die Anzahl und das Diagramm D die Fläche α-
SMA positiver Gefäße. Die Initiation der Arteriogenese hat in den vorliegenden Ergeb-
nissen der Haut das gleiche Ausmaß. Während ein deutlicherer Effekt im Musculus 




Abb. 36 Histomorphometrische Beurteilung der Neovaskularisation. Grafik im Original bei 
Mueller et al. 2010-B. Die vorliegende Abb. wurde durch den Verfasser verändert. 
 
Alle Ergebnisse dieser Arbeit untermauern die These, dass die von uns eingesetzten 
VEGF164 transfektierten Fibroblasten geeignet sind in myocutanem ischämischem Ge-
webe die Angiogenese und Arteriogenese zu aktivieren. Infolgedessen eignen sich 
VEGF164 transfektierte Fibroblasten für die Präfabrikation myocutaner Transplantate. 
 
6.3.3 Der Ligationszeitpunkt 
In unserem Versuchsaufbau nehmen zwei verschiedene Faktoren Einfluss auf die An-
giogenese und Arteriogenese. Zum einen wirken die VEGF exprimierenden Fibroblas-
ten – die exogene indizierte VEGF-Produktion. Zum anderen wirkt der hypoxische Sti-
mulus verursacht durch die Ligation der Arteria femoralis superficialis – die endogen 
induzierte VEGF-Produktion. Ein Anspruch der vorliegenden Studie ist die effizienteste 
zeitliche Abfolge dieser pro-angiogenetischen Stimuli der Neovaskularisation zu ermit-
teln. Die gleichzeitige Injektion und Ligation lässt durch Summation der Stimuli die 
102 
 
höchsten VEGF-Konzentrationen erwarten. Die Dosis abhängige Initiation der Neo-
vaskularisation (Takeshita et al. 1994-A, Hendel et al. 2000) lässt die Vermutung zu, 
dass in dieser Anordnung die Gefäßparameter am stärksten beeinflusst werden. Eine 
experimentelle Studie untersuchte den optimalen Zeitpunkt der Präfabrikation von is-
chämischen Transplantaten am Beispiel von Ratten durch die Injektion von Fibroblas-
ten, die VEGF produzieren. Die Autoren konstatierten, dass die Transgen exprimie-
renden Fibroblasten eine Woche vor der Ischämie in ein Transplantat injiziert werden 
müssen um eine signifikante Wirkung zu erzielen. Die Injektion zwei Wochen vor Is-
chämie oder simultan mit der Ischämie zeigte keine Effektivität (Spanholtz et al. 2009). 
Analog ist die Injektion der genmodifizierten Fibroblasten in ischämisches Myokard 
eine Woche vor der Ischämie am erfolgreichsten (Gonçalves et al. 2010). Im Wider-
spruch dazu konnte in einer Untersuchung an epigastrischen Hauttransplantaten keine 
Evidenz für den Vorzug eines Zeitpunktes der subdermalen Gentherapie mit VEGF mit 
einem adenoviralen Vektor bewiesen werden (Gurunluoglu et al. 2002). In Anlehnung 
an diese Ergebnisse konnte in unserem Experiment kein signifikanter Vorteil eines Li-
gationszeitpunktes in Bezug auf die untersuchten Parameter belegt werden. Dennoch 
sind die größten Mittelwerte der Anzahl und Fläche aller CD31 positiven Gefäße in der 
Konstellation simultane Injektion der VEGF164 transfektierten Fibroblasten und Ligation 
der Arteria femoralis zu finden. Dies deutet darauf hin, dass in dieser Versuchsanord-
nung die höchste VEGF-Konzentration vorhanden ist. Findet die Ligation später als die 
Injektion statt, kann davon ausgegangen werden, dass durch die exogene und endo-
gene Induktion der VEGF-Expression zwei Maxima der VEGF-Konzentration aufeinan-
der folgen. Die Mittelwerte der Anzahl und Fläche muskulärer Gefäße deuten darauf 
hin, dass in der Versuchsanordnung Ligation zwei Wochen nach Injektion der VEGF 
transfektierten Fibroblasten der größten Effekt auf die Arteriogenese erzielt werden 
kann. Durch die konsekutive Produktion des Transgenes wird bereits im normoxischen 
Gewebe die Neovaskularisation angeregt. Des Weiteren haben die Gefäße in dieser 
Konstellation 14 Tage länger Zeit auf den VEGF-Stimulus zu reagieren. Die Aquirie-
rung kontraktiler Pericyten und die Ummantelung mit α-SMA positiven Zellen findet 
zeitlich nach der initialen Gefäßbildung statt (Benjamin et al. 1998). Interessant wäre 
die Beobachtung der Gefäßentwicklung in künftigen Experimenten über einen länge-
ren Zeitraum. Eine Studien an Transplantaten von Ratten zeigte, dass drei Stunden 
nach Ischämie der Gehalt von dem pro – angiogenetischen VEGFR 2 deutlich ansteigt 
und nach sechs bis 18 Stunden wieder auf Normalniveau sinkt (Chen et al. 2007). So 
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könnten in folgenden Experimenten die VEGF-Rezeptor-Konzentrationen nach Ischä-
mie des Zielgewebes untersucht werden. Die Applikation der transfektierten Fibroblas-
ten mit ihrem Maximum der VEGF-Produktion können so auf die sensibelste Phase 
der Rezeptoren abgestimmt werden. 
 
6.3.4 Der Entnahmezeitpunkt 
Die Hypoxie und die hohe VEGF-Konzentration induzieren eine Vasodilatation nach 
Ligation der Arteria femoralis superficialis (van der Zee et al. 1997, Chen et al. 2009). 
Die maximale Fläche der Gefäße wird für den Transport von Blut in das hypoxische 
Gewebe genutzt. Gleichzeitig kommt es zur Anregung der Angiogenese. Entlang des 
VEGF-Gradienten werden neue Gefäße gebildet. Die Etablierung von Kollateralkreis-
läufen über die Arteriogenese senkt den Druckgradienten und verbessert die Sauer-
stoffversorgung. Eine Woche nach Ligation der Arterie erholt sich der Blutfluss lang-
sam (Couffinhal et al. 1998, Jia et al. 2011). Die zunehmend aeroben Bedingungen 
führen zu einem aeroben Metabolismus, der den Abfall der endogenen, Hypoxie be-
dingten VEGF-Konzentration verursacht (Diamond et al. 2005). Neben pro-angioge-
netisch wirkenden Cytokinen werden auch anti-angiogenetische Faktoren gebildet. 
Dabei spielt auch die unterschiedliche Expression der VEGF-Rezeptoren eine regulie-
rende Rolle (Ho et al. 2012, Imoukhuede et al. 2013). Der pro-angiogenetische VEGFR 
2 sinkt um 80% drei Tage nach Beginn der Ischämie während die Expression des anti-
angiogenetischen VEGFR 1 zehn Tage nach Beginn der Ischämie zunimmt 
(Imoukhuede et al. 2011, Imoukhuede et al. 2013). Die Gefäße erfahren in der Phase 
der Remodellierung eine Anpassung an das Angebot und den Verbrach von Sauerstoff 
und Nährstoffen. Benjamin et al. analysierten am Modell der Retina eine ausgeprägte 
Regression der Kapillaren, die in Kapillar-freien Zonen um die Arteriolen resultierte 
(Benjamin et al. 1998). Diese Regulation ist zu einen wichtig für Etablierung eines suf-
fizienten Blutflusses (Hershey et al. 2001, Hoefer et al. 2001) und bietet zum anderen 
Schutz vor der Entwicklung vaskulärer Malformationen wie z. B. Angiomen (Darke und 
Little et al.). Der beschriebene Kompensationsmechanismus ist beendet, wenn wenige 
großkalibrige Gefäße den Blutfluss der Arteria femoralis superficialis ersetzen können 
und 50% der prästenotischen dilatorischen Reserven gesichert sind (Hoefer et al. 
2001). Dass die VEGF164 transfektierten Fibroblasten in der vorliegenden Studie einen 
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stärkeren Effekt auf die Neovaskularisation haben als das Hypoxie induzierte endogen 
produzierte VEGF belegen die signifikanten höheren Werte der Interventionsgruppe 
im Vergleich zu den Kontrollgruppen. Laut meiner Hypothese nimmt die Lumenanzahl 
und -fläche innerhalb des Beobachtungszeitraumes von zwei Wochen in Folge der 
Ligation der Arteria femoralis superficialis und der Injektion VEGF164 transfektierter 
Fibroblasten konstant zu. Untersuchungen an Kollagenmembranen, die in den Muscu-
lus gracilis implantiert und in die VEGF164 transfektierte Fibroblasten injiziert wurden, 
beweisen eine Zunahme der Anzahl und Fläche CD31 und α-SMA positiver Gefäße 
vom siebenten postoperativen zum vierzehnten postoperativen Tag. Nur die Anzahl 
der CD31 positiven Gefäße ist in diesem Zeitraum gleichbleibend hoch (Mueller et al. 
2010-B). Die Abb. 36 (siehe S. 100) zeigt die Lumenanzahl und -fläche für die beiden 
immunhistochemischen Färbungen. Die Ergebnisse dieser Studie konnten nur zum 
Teil bestätigt werden. Unerwartet ist, dass in den Bioptaten der Haut und des Muskels 
die Anzahl und Fläche aller Gefäße vom dritten Tag nach Ligation bis zum fünften Tag 
nach Ligation abfällt und bis zum Ende der Beobachtungszeit wieder mehr oder weni-
ger ansteigt. In einigen Fällen übertreffen die Werte nach zweiwöchiger Ligation die 
Werte zum Beobachtungsbeginn. Während in der Haut die Anzahl und Fläche α-SMA 
positiver Gefäße innerhalb des Beobachtungszeitraumes sinkt, verhalten sie sich im 
Muskel kongruent zu den CD31 positiven Gefäßen. Die Analyse der Kontrollgruppen 
ergab in Gegensatz dazu, dass die Gefäßparameter vom dritten bis zum fünften Tag 
ansteigen. In den meisten Fällen nehmen die Gefäßparameter nach dem fünften Tag 
nach Ligation ab und steigen zum Teil bis zum Beobachtungsende über die Anfangs-
werte. Die Konsequenz aus diesen Ergebnisse ist, dass durch die VEGF164 transfek-
tierten Fibroblasten der Abfall der Gefäßparameter im Rahmen der Remodellierung 
vom fünften Tag nach Ligation auf den dritten Tag nach Ligation vorgezogen wird. Dies 
lässt die Vermutung zu, dass das Transgen die Anpassungsmechanismen von myocu-
tanem Gewebe an eine Ischämie beschleunigt. Hershey et al. bestätigen am Beispiel 
des Hinterlaufes von Hasen, dass ohne Manipulation mit exogenen VEGF am fünften 
Tag nach Ischämie die maximale kapilläre Sprossung erreicht wird (Hershey et al. 
2001). Da andere Experimente ein Plateau der Gefäßneubildung nach über 20 Tagen 
beobachtet haben (Benjamin et al. 1998, Couffinhal et al. 1998), empfehle ich ein län-
gerer Untersuchungszeitraum in zukünftigen Experimenten. Extrahiert man die Analy-
seergebnisse auf die Präfabrikation myocutaner Transplantate ist in der klinischen An-
wendung drei Tage oder zwei Wochen nach Injektion der VEGF164 transfektierten 
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Fibroblasten und Ligation der versorgenden Arterie von einem maximalen Gefäßan-
gebot auszugehen. 
 
6.4  Aussichten und klinische Anwendung 
Die VEGF164 transfektierten Fibroblasten regen die Angiogenese und Arteriogenese in 
Vivo an und sind für die Präfabrikation myocutaner Transplantate geeignet. Ihre Effek-
tivität und Sicherheit konnte bewiesen werden. Trotz aller Einflussmöglichkeiten auf 
die Neubildung von Gefäßen sollten auch immer die Gefahren einer solchen Therapie 
in der klinischen Anwendung am Patienten Rechnung getragen werden. In einigen 
Studien konnte die angiogenetische Wirkung von VEGF an Patienten mit Ischämie des 
Myokards oder peripherer Extremitäten bewiesen werden (Isner et al. 1998, Rosengart 
et al. 1999, Hendel et al. 2000). Die initiale Reaktion auf VEGF besteht neben der 
Formation erweiterter dünnwandiger Perizyten-armer Gefäße in einer Hyperpermea-
bilität der Gefäße, welche eine Ödembildung des umgebenden Gewebes und die Ext-
ravasation von Blutbestandteilen zur Folge hat (Bates und Harper 2002). Die resultie-
renden Nebenwirkungen sind Wassereinlagerungen (Baumgartner et al. 2000) und 
Hypotonie (Henry et al. 2003). Weiterhin ist VEGF an der Pathogenese vielfältiger Er-
krankungen beteiligt. Das exprimierte Transgen kann zur Bildung oder Progression 
von Tumoren (Lee et al. 2000) oder zum Progress der Krankheitsbilder Arteriosklerose 
(Celletti et al. 2001), Autoimmunarthritis und Retinopathie führen (Pierce et al. 1995, 
Helisch und Schaper 2000, Ferrara 2001, Luttun et al. 2002). Systemische Effekte der 
VEGF transfektierten Fibroblasten und dessen Transgens sind nicht auszuschließen 
(Epstein et al. 2001). Dennoch besteht der Vorteil dieser Methode in der lokalen Appli-
kation und in der lokalen Begrenzung ohne nachweisliche systemische Verteilung. Um 
einen gezielteren Einsatz des Transgens zu ermöglichen, analysiert unsere For-
schungsgruppe an dem gleichen Ischämie–Modell den Effekt transfektierter Fibroblas-
ten, die VEGF nicht konstitutiv sondern Hypoxie abhängig exprimieren. Mit dem Ziel 
die Angiogenese und Arteriogenese mit noch größerer Effektivität zu initiieren, ist die 
Kombination mit anderen angiogenetischen Faktoren oder Stammzellen (Gao et al. 
2007, Yi et al. 2006) möglich. Beispiele sind bFGF (Kondoh et al. 2004, Spanholtz et 
al. 2011), PDGF (Richardson et al. 2001, Zhang et al. 2013) und Angiopoetin-1 (Sid-
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diqui 2003). In zukünftigen Untersuchungen sollte eine längere Beobachtungszeit an-
beraumt werden vor allem, um die Entwicklung der muskuläre Gefäße besser ein-
schätzen zu können und Langzeiteffekte zu evaluieren. Weiterhin könnte in einer 
nächsten Stufe der Einfluss VEGF164 transfektieren Fibroblasten auf mikrovaskuläre 
myocutane Transplantaten am Beispiel des von Schultze-Mosgau et al. etablierten 
Modell des modifizierten freien myocutanen Gracilislappen eruiert werden (Schultze-
Mosgau et al. 2001). Die VEGF induzierte Osteogenese konnte in Studien mit Kno-
chendefekten von Hasen nachgewiesen werden (Li et al. 2009). Die verbesserte Re-
generationsfähigkeit von Knochengewebe unter dem Einfluss von VEGF konnte auch 
in Ratten bestätigt werden (Kim et al. 2012). Hieraus ergibt sich die Möglichkeit die 
Anwendung VEGF transfektierter Fibroblasten auf die Präfabrikation osteomyocutaner 
Transplantate zu erweitern. Die bisherigen Betrachtungen beschränkten sich auf das 
Transplantat. Im gleichen Maße kann aber auch das kompromittierte Transplantatlager 
mit dieser Methode für die Transplantation vorbereitet werden. Patienten mit chroni-
sche Wunden, myokardiale Ischämien oder peripheren arteriellen Verschlüssen könn-




7.  Schlussfolgerungen 
In der vorliegenden Studie wurden erstmals die Injektion VEGF164 transfektierter Fib-
roblasten im Ischämie Modell des Hinterlaufes der Wistar Ratte erfolgreich eingesetzt 
um die Neubildung von Gefäßen zu erforschen. Die Ergebnisse meiner experimentel-
len Forschung belegen einen pro-angiogenetischen und pro-arteriogenetischen Effekt 
der VEGF164 transfektierten Fibroblasten. Die Transfektion von Fibroblasten mit einem 
Plasmid stellten eine sichere und effektive Methode dar. Die Ligation der Arteria femo-
ralis superficialis bedingt eine milde Ischämie des Musculus gracilis mit der darüber 
liegenden Haut der Wistar Ratte. Mit Einschränkungen eignet sich dieses Modell für 
die Untersuchung von vaskulären Anpassungsmechanismen innerhalb eines myocu-
tanen Transplantates. Die Neovaskularisation wurde sowohl in der Haut als auch im 
Muskel initiiert. Die Bildung kleiner Gefäße und Kapillaren wurde vor allem in der Haut 
gefördert. Dem gegenüber stand im Muskel die Kaliberexpansion muskulärer Gefäße 
im Vordergrund. Die einzelnen Anteile des Musculus gracilis verhielten sich in den Un-
tersuchungen äquivalent. Die Architektur der Gefäße wurde durch das Transgen nicht 
verändert. Der Zeitraum zwischen Injektion der VEGF164 transfektierten Fibroblasten 
und Ligation der versorgenden Arterie hatte keinen signifikanten Einfluss auf Qualität 
und Quantität der Gefäße. Allerdings legen die Mittelwerte nah, dass eine simultane 
Abfolge der Interventionen das Wachstum kleiner Gefäße und Kapillaren am stärksten 
stimuliert. Ein längerer Zeitraum der VEGF-Expressionssteigerung wirkt hingegen po-
sitiv auf die Neubildung muskulärer Gefäße. Die Unterbindung der Arteria femoralis 
superficialis resultiert in einem Abfall der Gefäßparameter im Rahmen der Remodel-
lierung für die Interventionsgruppe am dritten Tag und für die Kontrollgruppen am fünf-
ten Tag des Beobachtungszeitraumes. Die Anpassungsmechanismen an die Ischämie 
scheinen durch den Wachstumsfaktor beschleunigt zu werden. Zwei Wochen nach Is-
chämie steigen die Anzahl und Fläche der Gefäßlumina zum Teil über ihre Anfangs-
werte. Zusammenfassend ist die Qualität und Quantität der Angiogenese und Arterio-
genese induziert durch VEGF164 transfektierten Fibroblasten geeignet für die 
Präfabrikation myocutaner Transplantate.  
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9.1   Statistische Auswertung 
9.1.1  CD31 
9.1.1.1 Vergleich der Lokalisationen innerhalb der Interventionsgruppe 
Tab. 1 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² innerhalb der Interven-
tionsgruppe nach Lokalisationen (IHCF mit CD31) 
 Lokalisation Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl Haut 751 283 
 Oberflächlicher Muskelanteil 404 182 
 Kaudaler Muskelanteil 314 180 
 Kranialer Muskelanteil 324 187 
Lumenfläche in Haut 9526,5 3029 
µm² Oberflächlicher Muskelanteil 5738,7 2824,4 
 Kaudaler Muskelanteil 4868,9 2581,5 
 Kranialer Muskelanteil 5565,6 4424,2 
 
Tab. 2 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl innerhalb der Interventionsgruppe nach 
Lokalisationen bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit 
CD31) 





Haut Oberflächlicher Muskelanteil 347 49 ≤0,,0001 
 Kaudaler Muskelanteil 437 48 ≤0,,0001 
 Kranialer Muskelanteil 427 55 ≤0,,0001 
Oberflächlicher Muskelanteil Kaudaler Muskelanteil 90 39 0,16 
 Kranialer Muskelanteil 80 41 0,36 






Tab. 3 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² innerhalb der Interventions-
gruppe nach Lokalisationen bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni 
(IHCF mit CD31) 





Haut Oberflächlicher Muskelanteil 3787,8 783 ≤0,,0001 
 Kaudaler Muskelanteil 4657,6 642,8 ≤0,,0001 
 Kranialer Muskelanteil 3960,9 872 ≤0,,0001 
Oberflächlicher Muskelanteil Kaudaler Muskelanteil 869,8 626,2 1 
 Kranialer Muskelanteil 173,1 847,3 1 
Kaudaler Muskelanteil Kranialer Muskelanteil -696,7 869,4 1 
 
9.1.1.2 Vergleich der Lokalisationen innerhalb der Kontrollgruppe mit nicht transfek- 
   tierten Fibroblasten 
Tab. 4 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² innerhalb der Kontroll-
gruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Lokalisationen (IHCF mit 
CD31) 
 Lokalisation Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl Haut 258 132 
 Oberflächlicher Muskelanteil 177 113 
 Kaudaler Muskelanteil 207 206 
 Kranialer Muskelanteil 218 139 
Lumenfläche in Haut 1950,9 1059,2 
µm² Oberflächlicher Muskelanteil 927,7 556,4 
 Kaudaler Muskelanteil 992,9 933,5 







Tab. 5 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl innerhalb der Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten nach Lokalisationen bei Anpassung für Mehrfach-
vergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 





Haut Oberflächlicher Muskelanteil 81 24 0,01 
 Kaudaler Muskelanteil 51 39 1 
 Kranialer Muskelanteil 41 32 1 
Oberflächlicher Muskelanteil Kaudaler Muskelanteil -30 32 1 
 Kranialer Muskelanteil -40 21 0,36 
Kaudaler Muskelanteil Kranialer Muskelanteil -10 37 1 
 
Tab. 6 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² innerhalb der Kontrollgruppe mit 
nicht transfektierten Fibroblasten nach Lokalisationen bei Anpassung für Mehr-
fachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 





Haut Oberflächlicher Muskelanteil 1023,1 175,3 ≤0,,0001 
 Kaudaler Muskelanteil 957,9 222,8 0,001 
 Kranialer Muskelanteil 879,4 215,5 0,001 
Oberflächlicher Muskelanteil Kaudaler Muskelanteil -65,2 144,2 1 
 Kranialer Muskelanteil -143,7 122,7 1 









9.1.1.3 Vergleich der Lokalisationen innerhalb der Kontrollgruppe mit PBS  
 
Tab. 7 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² innerhalb der Kontroll-
gruppe mit PBS nach Lokalisationen (IHCF mit CD31) 
 Lokalisation Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl Haut 168 52 
 Oberflächlicher Muskelanteil 188 112 
 Kaudaler Muskelanteil 164 108 
 Kranialer Muskelanteil 173 87 
Lumenfläche in Haut 3179,8 1629,9 
µm² Oberflächlicher Muskelanteil 1376,2 856,5 
 Kaudaler Muskelanteil 1222 814,7 
 Kranialer Muskelanteil 1216,3 553 
 
Tab. 8 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl innerhalb der Kontrollgruppe mit PBS 
nach Lokalisationen bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit 
CD31) 





Haut Oberflächlicher Muskelanteil -20 18 1 
 Kaudaler Muskelanteil 3 19 1 
 Kranialer Muskelanteil -5 16 1 
Oberflächlicher Muskelanteil Kaudaler Muskelanteil 24 21 1 
 Kranialer Muskelanteil 15 23 1 








Tab. 9 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² innerhalb der Kontrollgruppe mit 
nicht transfektierten Fibroblasten nach Lokalisationen bei Anpassung für Mehr-
fachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 






Haut Oberflächlicher Muskelanteil 1803,6 304,4 ≤0,,0001 
 Kaudaler Muskelanteil 1957,9 267,2 ≤0,,0001 
 Kranialer Muskelanteil 1963,6 267,1 ≤0,,0001 
Oberflächlicher Muskelanteil Kaudaler Muskelanteil 154,2 177,5 1 
 Kranialer Muskelanteil 159,9 173,5 1 
Kaudaler Muskelanteil Kranialer Muskelanteil 5,7 138,2 1 
 
9.1.1.4 Vergleich der Ligationszeitpunkt für die Lokalisation Haut innerhalb der Kon- 
   trollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten 
Tab. 10 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut 
innerhalb der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Ligati-
onszeitpunkten (IHCF mit CD31) 
























Tab. 11 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut innerhalb der 
Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Ligationszeitpunkten 
bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche 
-33 53 1 
simultan 2 Wochen 
-96 53 0,24 
1 Woche 2 Wochen 
-63 53 0,73 
 
Tab. 12 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut inner-
halb der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Ligations-
zeitpunkten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche 
703,8 425,7 0,32 
simultan 2 Wochen 
578,8 425,7 0,55 
1 Woche 2 Wochen 
-125 425,7 1 
 
9.1.1.5 Vergleich der Ligationszeitpunkt für die Lokalisation M. gracilis innerhalb der  
   Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten 
 
Tab. 13 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. 
gracilis innerhalb der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach 
Ligationszeitpunkten (IHCF mit CD31) 




















Tab. 14 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis innerhalb 
der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Ligationszeit-
punkten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche 
-23 26 1 
simultan 2 Wochen 
-214 26 ≤0,,0001 
1 Woche 2 Wochen 
-190 26 ≤0,,0001 
 
Tab. 15 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis 
innerhalb der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Ligati-
onszeitpunkten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit 
CD31) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche 
398,4 189,6 0,13 
simultan 2 Wochen 
-355 189,6 0,21 
1 Woche 2 Wochen 
-753,4 189,6 0,001 
 
9.1.1.6 Vergleich der Ligationszeitpunkt für die Lokalisation Haut innerhalb der Kon- 
   trollgruppe mit PBS 
Tab. 16 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut 
innerhalb der Kontrollgruppe mit PBS nach Ligationszeitpunkten (IHCF mit 
CD31) 




















Tab. 17 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut innerhalb der 
Kontrollgruppe mit PBS nach Ligationszeitpunkten bei Anpassung für Mehrfach-
vergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche 
-4 21 1 
simultan 2 Wochen 
20 21 1 
1 Woche 2 Wochen 
24 21 0,82 
 
Tab. 18 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut inner-
halb der Kontrollgruppe mit PBS nach Ligationszeitpunkten bei Anpassung für 
Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche 
-351,8 672,6 1 
simultan 2 Wochen 
400 672,6 1 
1 Woche 2 Wochen 
751,8 672,6 0,82 
 
9.1.1.7 Vergleich der Ligationszeitpunkt für die Lokalisation M. gracilis innerhalb der  
 Kontrollgruppe mit PBS 
Tab. 19 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. 
gracilis innerhalb der Kontrollgruppe mit PBS nach Ligationszeitpunkten (IHCF 
mit CD31) 





















Tab. 20 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis innerhalb 
der Kontrollgruppe mit PBS nach Ligationszeitpunkten bei Anpassung für Mehr-
fachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche 
-50 29 0,29 
simultan 2 Wochen 
-22 29 1 
1 Woche 2 Wochen 
28 29 1 
 
Tab. 21 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis 
innerhalb der Kontrollgruppe mit PBS nach Ligationszeitpunkten bei Anpassung 
für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche 
-310,6 197,7 0,38 
simultan 2 Wochen 
21,7 197,7 1 
1 Woche 2 Wochen 
332,3 197,7 0,31 
 
9.1.1.8 Vergleich der Entnahmezeitpunkt für die Lokalisation Haut innerhalb der Kon- 
  trollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten 
Tab. 22 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut 
innerhalb der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Entnah-
mezeitpunkten (IHCF mit CD31) 
 Entnahmezeitpunkt nach 
Ligation 
Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl 3 Tage 243 113 
5 Tage 253 163 
7 Tage 264 164 
14 Tage 272 96 
Lumenfläche in 
µm² 
3 Tage 1238,7 957,1 
5 Tage 2436,8 1131,2 
7 Tage 1887,3 947,6 




Tab. 23 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut innerhalb der 
Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Entnahmezeitpunk-
ten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage -10 65 1 
 7Tage -21 65 1 
 14Tage -29 65 1 
5Tage 7Tage -11 65 1 
 14Tage -19 65 1 
7Tage 14Tage -7 65 1 
 
Tab. 24 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut inner-
halb der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Entnahme-
zeitpunkten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage -1198,1 469,8 0,1 
 7Tage -648,6 469,8 1 
 14Tage -1001,9 469,8 0,24 
5Tage 7Tage 549,5 469,8 1 
 14Tage 196,2 469,8 1 










9.1.1.9 Vergleich der Entnahmezeitpunkt für die Lokalisation M. gracilis innerhalb der  
   Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten 
Tab. 25 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. 
gracilis innerhalb der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach 
Entnahmezeitpunkten (IHCF mit CD31) 
 Entnahmezeitpunkt nach 
Ligation 
Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl 3 Tage 212 106 
5 Tage 191 133 
7 Tage 189 104 
14 Tage 210 134 
Lumenfläche in 
µm² 
3 Tage 930,6 609,2 
5 Tage 1140 704,5 
7 Tage 967 444,4 
14 Tage 951,9 469 
 
Tab. 26 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis innerhalb 
der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Entnahmezeit-
punkten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage 20 57 1 
 7Tage 22 57 1 
 14Tage 2 57 1 
5Tage 7Tage 2 57 1 
 14Tage -18 57 1 








Tab. 27 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis 
innerhalb der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Entnah-
mezeitpunkten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit 
CD31) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage -209,4 267,2 1 
 7Tage -36,5 267,2 1 
 14Tage -21,3 267,2 1 
5Tage 7Tage 209,4 267,2 1 
 14Tage 173 267,2 1 
7Tage 14Tage 15,2 267,2 1 
 
9.1.1.10 Vergleich der Entnahmezeitpunkt für die Lokalisation Haut innerhalb der Kon-
trollgruppe mit PBS 
 
Tab. 28 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut 
innerhalb der Kontrollgruppe mit PBS nach Entnahmezeitpunkten (IHCF mit 
CD31) 
 Entnahmezeitpunkt nach 
Ligation 
Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl 3 Tage 145 49 
5 Tage 173 32 
7 Tage 178 68 
14 Tage 176 55 
Lumenfläche 
in µm² 
3 Tage 1849 816,1 
5 Tage 3590,6 1419,2 
7 Tage 3044,5 901,6 






Tab. 29 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut innerhalb der 
Kontrollgruppe mit PBS nach Entnahmezeitpunkten bei Anpassung für Mehr-
fachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage -1742 674 0,09 
 7Tage -1196 674 ,051 
 14Tage -2386 674 0,01 
5Tage 7Tage 546 674 1 
 14Tage -645 674 1 
7Tage 14Tage -1191 674 0,52 
 
Tab. 30 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut inner-
halb der Kontrollgruppe mit PBS nach Entnahmezeitpunkten bei Anpassung für 
Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage -1741,6 674 0,09 
 7Tage -1195,5 674 0,51 
 14Tage -2386,2 674 0,007 
5Tage 7Tage 546 674 1 
 14Tage -644,6 674 1 









9.1.1.11 Vergleich der Entnahmezeitpunkt für die Lokalisation M. gracilis innerhalb  
     der Kontrollgruppe mit PBS 
 
Tab. 31 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. 
gracilis innerhalb der Kontrollgruppe mit PBS nach Entnahmezeitpunkten (IHCF 
mit CD31) 
 Entnahmezeitpunkt nach 
Ligation 
Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl 3 Tage 170 65,2 
5 Tage 152 25,9 
7 Tage 155 51 
14 Tage 223 107 
Lumenfläche in 
µm² 
3 Tage 1179,9 459,5 
5 Tage 1032,3 278,3 
7 Tage 1332,6 336,6 
14 Tage 1541 714,1 
 
Tab. 32 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis innerhalb 
der Kontrollgruppe mit PBS nach Entnahmezeitpunkten bei Anpassung für 
Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage 18 33 1 
 7Tage 15 33 1 
 14Tage -53 33 0,67 
5Tage 7Tage -3 33 1 
 14Tage -71 33 0,21 






Tab. 33 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis 
innerhalb der Kontrollgruppe mit PBS nach Entnahmezeitpunkten bei Anpas-
sung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit CD31) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage 147,5 225,1 1 
 7Tage -152,8 225,1 1 
 14Tage -361,2 225,1 0,71 
5Tage 7Tage -300,3 225,1 1 
 14Tage -508,7 225,1 0,18 
7Tage 14Tage -208,4 225,1 1 
 
9.1.2 α-SMA 
9.1.2.1 Vergleich der Lokalisationen innerhalb der Interventionsgruppe 
Tab. 34 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² innerhalb der Interven-
tionsgruppe nach Lokalisationen (IHCF mit α-SMA) 
 Lokalisation Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl Haut 399 243 
 Oberflächlicher Muskelanteil 93 63 
 Kaudaler Muskelanteil 66 37 
 Kranialer Muskelanteil 85 63 
Lumenfläche in Haut 8072,1 3975,3 
µm² Oberflächlicher Muskelanteil 4557,3 3548,6 
 Kaudaler Muskelanteil 3063,1 1937,2 







Tab.,35 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl innerhalb der Interventionsgruppe nach 
Lokalisationen bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-
SMA) 





Haut Oberflächlicher Muskelanteil 306 43 ≤0,0001 
 Kaudaler Muskelanteil 332,4 43 ≤0,0001 
 Kranialer Muskelanteil 314 44 ≤0,0001 
Oberflächlicher Muskelanteil Kaudaler Muskelanteil 27 13 0,3 
 Kranialer Muskelanteil 8 16 1 
Kaudaler Muskelanteil Kranialer Muskelanteil -18 11 0,7 
 
Tab. 36 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² innerhalb der Interventions-
gruppe nach Lokalisationen bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni 
(IHCF mit α-SMA) 





Haut Oberflächlicher Muskelanteil 3514,9 895,1 0,003 
 Kaudaler Muskelanteil 5009 771,9 ≤0,0001 
 Kranialer Muskelanteil 4419 768,3 ≤0,0001 
Oberflächlicher Muskelanteil Kaudaler Muskelanteil 1494,1 713,2 0,27 
 Kranialer Muskelanteil 903,7 626,1 1 








9.1.2.2 Vergleich der Lokalisationen innerhalb der Kontrollgruppe mit nicht transfek- 
   tierten Fibroblasten 
Tab. 37 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² innerhalb der Kontroll-
gruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Lokalisationen (IHCF mit α-
SMA) 
 Lokalisation Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl Haut 279 64 
 Oberflächlicher Muskelanteil 70 53 
 Kaudaler Muskelanteil 71 38 
 Kranialer Muskelanteil 60 32 
Lumenfläche in Haut 3897,6 2204,8 
µm² Oberflächlicher Muskelanteil 1522 822 
 Kaudaler Muskelanteil 1387,6 590,6 
 Kranialer Muskelanteil 1419,4 619,4 
 
Tab. 38 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl innerhalb der Kontrollgruppe mit nicht 
transfektierten Fibroblasten nach Lokalisationen bei Anpassung für Mehrfach-
vergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 





Haut Oberflächlicher Muskelanteil 209 14 ≤0,0001 
 Kaudaler Muskelanteil 207 12 ≤0,0001 
 Kranialer Muskelanteil 219 12 ≤0,0001 
Oberflächlicher Muskelanteil Kaudaler Muskelanteil -2 8 1 
 Kranialer Muskelanteil 9 10 1 







Tab. 39 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² innerhalb der Kontrollgruppe mit 
nicht transfektierten Fibroblasten nach Lokalisationen bei Anpassung für Mehr-
fachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 





Haut Oberflächlicher Muskelanteil 2375,6 354,5 ≤0,0001 
 Kaudaler Muskelanteil 2510 374,1 ≤0,0001 
 Kranialer Muskelanteil 2478,2 356,7 ≤0,0001 
Oberflächlicher Muskelanteil Kaudaler Muskelanteil 134,4 139,5 1 
 Kranialer Muskelanteil 102,6 162,7 1 
Kaudaler Muskelanteil Kranialer Muskelanteil -31,8 139,7 1 
 
 
9.1.2.3 Vergleich der Lokalisationen innerhalb der Kontrollgruppe mit PBS  
 
Tab. 40 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² innerhalb der Kontroll-
gruppe mit PBS nach Lokalisationen (IHCF mit α-SMA) 
 Lokalisation Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl Haut 247 98 
 Oberflächlicher Muskelanteil 41 29 
 Kaudaler Muskelanteil 31 20 
 Kranialer Muskelanteil 39 23 
Lumenfläche in Haut 3954,8 2085,2 
µm² Oberflächlicher Muskelanteil 1274,3 1239,3 
 Kaudaler Muskelanteil 959,1 445,5 








Tab. 41 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl innerhalb der Kontrollgruppe mit PBS 
nach Lokalisationen bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit 
α-SMA) 





Haut Oberflächlicher Muskelanteil 206 17 ≤0,0001 
 Kaudaler Muskelanteil 216 18 ≤0,0001 
 Kranialer Muskelanteil 208 16 ≤0,0001 
Oberflächlicher Muskelanteil Kaudaler Muskelanteil 10 5 0,21 
 Kranialer Muskelanteil 2 6 1 
Kaudaler Muskelanteil Kranialer Muskelanteil -7 5 0,71 
 
Tab. 42 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² innerhalb der Kontrollgruppe mit 
nicht transfektierten Fibroblasten nach Lokalisationen bei Anpassung für Mehr-
fachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 





Haut Oberflächlicher Muskelanteil 2680,5 435,1 ≤0,0001 
 Kaudaler Muskelanteil 2995,7 377,5 ≤0,0001 
 Kranialer Muskelanteil 2832,8 383,8 ≤0,0001 
Oberflächlicher Muskelanteil Kaudaler Muskelanteil 315,2 206,5 0,82 
 Kranialer Muskelanteil 152,3 201,3 1 








9.1.2.4 Vergleich der Ligationszeitpunkt für die Lokalisation Haut innerhalb der Kon- 
   trollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten 
Tab. 43 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut 
innerhalb der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Ligati-
onszeitpunkten (IHCF mit α-SMA) 
 Ligationszeitpunkt nach 
Injektion 
Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl simultan 279 77 
1 Woche 282 79 
2 Wochen 275 30 
Lumenfläche in µm² simultan 3723,9 1460,5 
1 Woche 4814, 2 2642,6 
2 Wochen 3326,4 1850,2 
 
Tab. 44 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut innerhalb der 
Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Ligationszeitpunkten 
bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche -3 27 1 
simultan 2 Wochen 4 27 1 
1 Woche 2 Wochen 7 27 1 
 
Tab. 45 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut inner-
halb der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Ligations-
zeitpunkten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche -1090,3 834,7 0,6 
simultan 2 Wochen 397,5 834,7 1 




9.1.2.5 Vergleich der Ligationszeitpunkt für die Lokalisation M. gracilis innerhalb der  
   Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten 
Tab. 46 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. 
gracilis innerhalb der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach 
Ligationszeitpunkten (IHCF mit α-SMA) 
 Ligationszeitpunkt nach 
Injektion 
Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl simultan 68 34 
1 Woche 60 24 
2 Wochen 73 32 
Lumenfläche in 
µm² 
simultan 1456 832 
1 Woche 973 301,1 
2 Wochen 926 385,5 
 
Tab. 47 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis innerhalb 
der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Ligationszeit-
punkten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche 7 12 1 
simultan 2 Wochen -5 12 1 
1 Woche 2 Wochen -13 12 0,95 
 
Tab. 48 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis 
innerhalb der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Ligati-
onszeitpunkten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-
SMA) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche 832 227,5 0,12 
simultan 2 Wochen 301,1 227,5 0,08 




9.1.2.6 Vergleich der Ligationszeitpunkt für die Lokalisation Haut innerhalb der Kon- 
   trollgruppe mit PBS 
Tab. 49 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut 
innerhalb der Kontrollgruppe mit PBS nach Ligationszeitpunkten (IHCF mit α-
SMA) 
 Ligationszeitpunkt nach 
Injektion 
Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl simultan 257 110 
1 Woche 267 102 
2 Wochen 216 83 
Lumenfläche in µm² simultan 3276 1339,6 
1 Woche 4673,8 2617,4 
2 Wochen 3743 2390,9 
 
Tab. 50 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut innerhalb der 
Kontrollgruppe mit PBS nach Ligationszeitpunkten bei Anpassung für Mehrfach-
vergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche -10 40 1 
simultan 2 Wochen 40 40 1 
1 Woche 2 Wochen 50 40 0,67 
 
Tab. 51 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut inner-
halb der Kontrollgruppe mit PBS nach Ligationszeitpunkten bei Anpassung für 
Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche -1397,8 893,2 0,38 
simultan 2 Wochen -467,1 893,2 1 






9.1.2.7 Vergleich der Ligationszeitpunkt für die Lokalisation M. gracilis innerhalb der  
 Kontrollgruppe mit PBS 
Tab. 52 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. 
gracilis innerhalb der Kontrollgruppe mit PBS nach Ligationszeitpunkten (IHCF 
mit α-SMA) 
 Ligationszeitpunkt nach 
Injektion 
Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl simultan 47 23 
1 Woche 32 10 
2 Wochen 32 12 
Lumenfläche in µm² simultan 1269,1 332,8 
1 Woche 1671,7 573,5 
2 Wochen 1388,1 357 
 
Tab. 53 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis innerhalb 
der Kontrollgruppe mit PBS nach Ligationszeitpunkten bei Anpassung für Mehr-
fachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche 14 7 0,1 
simultan 2 Wochen 15 7 0,09 
1 Woche 2 Wochen 0 7 1 
 
Tab. 54 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis 
innerhalb der Kontrollgruppe mit PBS nach Ligationszeitpunkten bei Anpassung 
für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Ligationszeitpunkt (I) Ligationszeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
simultan 1 Woche -402,6 177,5 0,09 
simultan 2 Wochen -119 177,5 1 




9.1.2.8 Vergleich der Entnahmezeitpunkt für die Lokalisation Haut innerhalb der Kon- 
  trollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten 
Tab. 55 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut 
innerhalb der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Entnah-
mezeitpunkten (IHCF mit α-SMA) 
 Entnahmezeitpunkt nach 
Ligation 
Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl 3 Tage 268 89 
5 Tage 284 37 
7 Tage 272 63 
14 Tage 291 66 
Lumenfläche in µm² 3 Tage 3987,5 2160 
5 Tage 4215,7 1176,1 
7 Tage 3525,7 1498,9 
14 Tage 4090,4 3228,2 
 
Tab. 56 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut innerhalb der 
Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Entnahmezeitpunk-
ten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage -16 31 1 
 7Tage -4 31 1 
 14Tage -22 31 1 
5Tage 7Tage 12, 6 31 1 
 14Tage -6,1 31 1 







Tab. 57 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut inner-
halb der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Entnahme-
zeitpunkten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage -228,2 1019,7 1 
 7Tage 461,8 1019,7 1 
 14Tage -102,9 1019,7 1 
5Tage 7Tage 690 1019,7 1 
 14Tage 125,3 1019,7 1 
7Tage 14Tage -564,8 1019,7 1 
 
9.1.2.9 Vergleich der Entnahmezeitpunkt für die Lokalisation M. gracilis innerhalb der  
   Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten 
Tab. 58 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. 
gracilis innerhalb der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach 
Entnahmezeitpunkten (IHCF mit α-SMA) 
 Entnahmezeitpunkt nach 
Ligation 
Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl 3 Tage 72 29 
5 Tage 75 31 
7 Tage 60 40 
14 Tage 62 21 
Lumenfläche µm² 3 Tage 1036,7 552,6 
5 Tage 1064,6 181,8 
7 Tage 914,2 331,6 







Tab. 59 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis innerhalb 
der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Entnahmezeit-
punkten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage -3 14 1 
 7Tage 12 14 1 
 14Tage 10 14 1 
5Tage 7Tage 15 14 1 
 14Tage 13 14 1 
7Tage 14Tage -2 14 1 
 
Tab. 60 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis innerhalb 
der Kontrollgruppe mit nicht transfektierten Fibroblasten nach Entnahmezeit-
punkten bei Anpassung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage -27,9 274 1 
 7Tage 122,5 274 1 
 14Tage -421,9 274 0,8 
5Tage 7Tage 150,4 274 1 
 14Tage -394 274 0,96 










9.1.2.10 Vergleich der Entnahmezeitpunkt für die Lokalisation Haut innerhalb der  
    Kontrollgruppe mit PBS 
 
Tab. 61 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut 
innerhalb der Kontrollgruppe mit PBS nach Entnahmezeitpunkten (IHCF mit α-
SMA) 
 Entnahmezeitpunkt nach 
Ligation 
Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl 3 Tage 252 123 
5 Tage 273 85 
7 Tage 224 112 
14 Tage 238 78 
Lumenfläche in µm² 3 Tage 3632,2 2147,1 
5 Tage 4248,5 2589,2 
7 Tage 3796,2 2642,4 
14 Tage 3913, 3 1655,6 
 
Tab. 62 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation Haut innerhalb der 
Kontrollgruppe mit PBS nach Entnahmezeitpunkten bei Anpassung für Mehr-
fachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage -21 48 1 
 7Tage 27 48 1 
 14Tage 14 48 1 
5Tage 7Tage 48 48 1 
 14Tage 35 48 1 







Tab. 63 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation Haut inner-
halb der Kontrollgruppe mit PBS nach Entnahmezeitpunkten bei Anpassung für 
Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage -616,3 1081,1 1 
 7Tage -164 1081,1 1 
 14Tage -281 1081,1 1 
5Tage 7Tage 452,3 1081,1 1 
 14Tage 335,3 1081,1 1 
7Tage 14Tage -117 1081,1 1 
 
9.1.2.11 Vergleich der Entnahmezeitpunkt für die Lokalisation M. gracilis innerhalb  
   der Kontrollgruppe mit PBS 
 
Tab. 64 MW und SD von Lumenanzahl und Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. 
gracilis innerhalb der Kontrollgruppe mit PBS nach Entnahmezeitpunkten (IHCF 
mit α-SMA) 
 Entnahmezeitpunkt nach 
Ligation 
Mittelwert Standardabweichung 
Lumenanzahl 3 Tage 34 16 
5 Tage 39 11 
7 Tage 32 14 
14 Tage 43 25 
Lumenfläche in µm² 3 Tage 1531,7 419 
5 Tage 1404,3 343 
7 Tage 1531,7 554,6 







Tab. 65 Paarweiser Vergleich der Lumenanzahl für die Lokalisation M. gracilis innerhalb 
der Kontrollgruppe mit PBS nach Entnahmezeitpunkten bei Anpassung für 
Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage -4 8 1 
 7Tage 2 8 1 
 14Tage -8 8 1 
5Tage 7Tage 6 8 1 
 14Tage -4 8 1 
7Tage 14Tage -11 8 1 
 
Tab. 66 Paarweiser Vergleich der Lumenfläche in µm² für die Lokalisation M. gracilis 
innerhalb der Kontrollgruppe mit PBS nach Entnahmezeitpunkten bei Anpas-
sung für Mehrfachvergleich: Bonferroni (IHCF mit α-SMA) 
Entnahmezeitpunkt (I) Entnahmezeitpunkt (J) Mittlere Differenz (I-J) Standardfehler Sig. 
3Tage 5Tage 127,4 219,5 1 
 7Tage 0 219,5 1 
 14Tage 227,5 219,5 1 
5Tage 7Tage -127,4 219,5 1 
 14Tage 100 219,5 1 





Immunhistochemische Färbung von Kryoschnitten mit Anti α-SMA und Anti CD31 
 
1. Aufgabenstellung: Arbeitsprotokoll zur Immunhistochemischen Färbung von 
Kryoschnitten 
 
2. Materialien Geräte: 
 Objektträger – Superfrost Plus (Gerhard Menzel GmbH) 
 Mikrotom Klinge C35 (Feather) 
 TissueTek Kryomedium (Cat. Nr. 4583, Sakura) 
 24 x 60 mm Deckgläschen (Menzel Gläser) 
 Messzylinder, Küvetten, Pipetten, pH-Meter, Labor Wage, Kryostat 
 
3. Chemikalien und Lösungen: 
 10x Tris Puffer (Stammlösung) – 60,5g Tris in 70ml A.d. lösen auf 1000ml mit 
A.d. auffüllen, dann 90g NaCl lösen, pH Wert auf 7,6 mit 37% HCl einstellen. 
 Gebrauchsfertige TBS – Verdünnen der Stock Lösung 10x Tris Puffer 1:10 + 
0,2 – 0,5ml Tween 20, pH Wert auf 7,6 einstellen 
 Saures Hämalaun nach Mayer (Merck) – 150ml Mayers Hämalaun auf 100ml 
A.d. auffüllen, filtrieren, wöchentlich bis zweiwöchentlich erneuern 
 DAB Liquid (K3468; DAKO) – 1 Tropfen (20 µl) DAB Chromogen im 1ml von 
Substrat Puffer lösen 
 Antibody Diluent (S2022; DAKO) 
 5% Rabbit Serum (X 0902; DAKO) – 50µl Serum + 1ml TBS 
 Erster Antikörper:  
(1) α-SMA: monoclonal mouse anti human smooth muscle actin (M0851; 
DAKO) 1:50 Verdünnung mit Antibody Diluent 
(2) CD31: monoclonal goat anti CD31 (FC-1506, DAKO) oder monoclonal 
mouse anti CD31 (TLD-3A12, DAKO) 
 Zweiter Antikörper: biotinisierter sekundärer Antikörper, rabbit anti mouse IgG 
(E 0464; DAKO) 1:100 Verdünnung mit TBS 
 Streptavidin – HRP – Komplex (Cat. Nr. 900 000 02; BioFx Laboratories) 1:1000 
Verdünnung mit TBS 
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(1) Zur Herstellung der Kryo-Gewebeschnitte wurden die Gewebeproben direkt 
nach der Entnahme in Flüssigen Stickstoff für 10 min gefroren und anschlie-
ßen in Tissue Tek eingebettet und bei -80°C gelagert. Die Kryoschnitte wur-
den auf einem Gefriermikrotom mit einer Dicke von 10µm angefertigt und 
auf einen beschichteten Objektträger überführt. Die Schnitte wurden 30 min 
bei Raumtemperatur getrocknet und mit einem Wachsstift zur besseren 
Durchführbarkeit der Färbung eingekreist. 
(2)      Fixierung mit eiskaltem Aceton    10 min (-20 °C) 
(3)      PBS         1x 10 min (RT) 
(4)      5 % Rabbit Serum       30 min (RT) 
(5)      Inkubation mit 1. Antikörper 1:50 in TBS   über Nacht (4 °C) 
(6)      Waschen in TBS       3x 5 min (RT) 
(7)      Inkubation mit dem 2. Antikörper 1:100 in Tris   60 min (RT) 
(8)      Waschen in TBS      3x 5 min 
(9)      HRP – Komplex 1:1000 in TBS     30 min (RT) 
(10) Waschen in TBS      3x 5 min 
(11) DAB Substrat       ca. 10 min 
(12) Waschen mit A.d.       1x 5 min 
(13) Gegenfärbung mit Hämalaun     ca. 5 min 
(14) Bläuen in Leitungswasser     2 min 
(15) Waschen in A.d.      2 min 
(16) Eindeckeln mit VectaMount 
(RT=Raumtemperatur) 
 





9.3 TNM Klassifikation 
 
Grafik im Original entnommen aus: Breuninger et al. 2008. 
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